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Cellular senescence is accompanied by dramatic changes in chromatin structure and gene expression. Using S.
cerevisiae mutants lacking telomerase (tlc1Δ) to model senescence, we find that with critical telomere
shortening the telomere binding protein Rap1 relocalizes to the upstream promoter regions of hundreds of
new target genes. The set of new Rap1 targets at senescence (NRTS) are preferentially activated at senescence,
and experimental manipulations of Rap1 levels indicate that it contributes directly to NRTS activation,
potentially in conjunction with enzymes involved in H2B ubiquitylation (Bre1/Lge1). A notable subset of
NRTS includes the core histone-encoding genes; we find that Rap1 contributes to their repression and that
histone protein levels decline at senescence. Rap1 and histones also display a target site-specific antagonism
that leads to diminished nucleosome occupancy at the promoters of upregulated NRTS. This antagonism
apparently impacts the rate of senescence because under-expression of Rap1 or over-expression of the core
histones delays senescence. Rap1 relocalization is not a simple consequence of lost telomere binding sites, but
rather depends on the Mec1 checkpoint kinase. Rap1 relocalization is thus a novel mechanism connecting
DNA damage responses (DDRs) at telomeres to global changes in chromatin and gene expression while
driving the pace of senescence.
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ABSTRACT RAP1	  RELOCALIZATION	  CONTRIBUTES	  TO	  THE	  CHROMATIN-­‐MEDIATED	  GENE	  EXPRESSION	  PROFILE	  AND	  PACE	  OF	  CELL	  SENESCENCE Jesse	  Platt	  
F.	  Brad	  Johnson	  
	   Cellular	  senescence	  is	  accompanied	  by	  dramatic	  changes	  in	  chromatin	  structure	  and	  gene	  expression.	  	  Using	  S.	  cerevisiae	  mutants	  lacking	  telomerase	  (tlc1Δ)	  to	  model	  senescence,	  we	  find	  that	  with	  critical	  telomere	  shortening	  the	  telomere	  binding	  protein	  Rap1	  relocalizes	  to	  the	  upstream	  promoter	  regions	  of	  hundreds	  of	  new	  target	  genes.	  The	  set	  of	  new	  Rap1	  targets	  at	  senescence	  (NRTS)	  are	  preferentially	  activated	  at	  senescence,	  and	  experimental	  manipulations	  of	  Rap1	  levels	  indicate	  that	  it	  contributes	  directly	  to	  NRTS	  activation,	  potentially	  in	  conjunction	  with	  enzymes	  involved	  in	  H2B	  ubiquitylation	  (Bre1/Lge1).	  	  A	  notable	  subset	  of	  NRTS	  includes	  the	  core	  histone-­‐encoding	  genes;	  we	  find	  that	  Rap1	  contributes	  to	  their	  repression	  and	  that	  histone	  protein	  levels	  decline	  at	  senescence.	  	  Rap1	  and	  histones	  also	  display	  a	  target	  site-­‐specific	  antagonism	  that	  leads	  to	  diminished	  nucleosome	  occupancy	  at	  the	  promoters	  of	  upregulated	  NRTS.	  	  This	  antagonism	  apparently	  impacts	  the	  rate	  of	  senescence	  because	  under-­‐expression	  of	  Rap1	  or	  over-­‐expression	  of	  the	  core	  histones	  delays	  senescence.	  	  Rap1	  relocalization	  
vi	  	  
is	  not	  a	  simple	  consequence	  of	  lost	  telomere	  binding	  sites,	  but	  rather	  depends	  on	  the	  Mec1	  checkpoint	  kinase.	  	  Rap1	  relocalization	  is	  thus	  a	  novel	  mechanism	  connecting	  DNA	  damage	  responses	  (DDRs)	  at	  telomeres	  to	  global	  changes	  in	  chromatin	  and	  gene	  expression	  while	  driving	  the	  pace	  of	  senescence.	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INTRODUCTION	  
	  
Telomere	  structure	  and	  function	  
	  
History	  and	  Background	  	   Telomeres	  are	  nucleo-­‐protein	  complexes	  at	  the	  ends	  of	  chromosomes	  that	  have	  many	  specialized	  functions.	  	  The	  word	  telomere	  was	  coined	  in	  1941	  by	  Hermann	  Müller	  and	  comes	  from	  the	  Greek	  words	  telos	  (τέλος)	  meaning	  'end'	  and	  
merοs	  (μέρος)	  meaning	  'part.'	  	  Independently, Hermann	  Müller	  and	  Barbara 
McClintock performed key experiments which predicted the existence of a telomere – 
that is, a specialized structure at the ends of chromosomes (McClintock 1941; Muller 
1941).	  	  By	  studying	  the	  effects	  of	  X-­‐rays	  on	  Drosophila and maize chromosomes, Müller	  and	  McClintock discovered that the chromosome ends were unlike the rest of the 
genome and when damaged do not behave like other double strand DNA breaks.	  	  These	  findings	  suggested	  that	  telomeres	  have	  unique properties that prevent fusions and 
breakages and were likely specialized structures.	  	   Since	  these	  early	  experiments	  we	  have	  learned	  an	  enormous	  amount	  about	  telomere	  structure	  and	  function	  and	  their	  relationship	  to	  disease.	  	  In	  fact	  this	  large	  body	  of	  work	  ultimately	  resulted	  in	  the	  2006	  Albert	  Lasker	  Basic	  Medical	  Research	  Award	  and	  the	  2009	  Nobel	  Prize	  in	  Physiology	  or	  Medicine	  being	  awarded	  to	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Elizabeth	  Blackburn,	  Carol	  Greider,	  and	  Jack	  Szostak.	  	  The	  field	  has	  blossomed	  and	  is	  now	  appreciated	  to	  have	  many	  far	  reaching	  affects	  on	  cellular	  and	  human	  physiology	  –	  including	  the	  DNA	  damage	  response,	  cellular	  stress	  response,	  senescence,	  metabolism,	  cancer,	  and	  potentially	  even	  human	  aging.	  	  It	  is	  an	  exciting	  time	  to	  be	  part	  of	  this	  field;	  many	  discoveries	  are	  being	  translated	  into	  therapeutics	  that	  might	  eventually	  improve	  human	  health.	  	  	  
	  
Telomere	  Structure	  and	  Maintenance	  	  	   Telomeres	  are	  evolutionarily	  conserved	  guanine-­‐rich	  repeating	  structures	  that	  cap	  chromosome	  ends	  and	  prevent	  DNA	  damage	  response	  factors	  from	  recognizing	  them	  as	  double	  strand	  breaks.	  	  The	  telomere	  repeat	  is	  not	  perfectly	  conserved	  throughout	  evolution	  and	  varies	  from	  repeating	  arrays	  including	  
Tetrahymena	  TTGGGG	  and	  mammalian	  TTAGGG	  to	  irregular	  repeating	  structures	  in	  
S.	  cerevisiae	  T(G)1-­‐3	  (Fajkus	  et	  al.	  2005).	  	  Telomeres	  end	  in	  a	  3’	  guanine-­‐rich	  single	  stranded	  DNA	  overhand	  that	  is	  not	  only	  evolutionarily	  conserved	  (they	  are	  found	  in	  ciliates,	  yeast	  and	  humans),	  but	  also	  it	  is	  maintained	  in	  a	  regulated	  process	  (Wellinger	  et	  al.	  1996;	  McElligott	  and	  Wellinger	  1997;	  Jacob	  et	  al.	  2003).	  	  Some	  data	  suggests	  that	  this	  3’	  overhand	  folds	  back	  on	  the	  chromosome	  and	  forms	  a	  displacement	  loop	  (D-­‐loop)	  that	  has	  been	  called	  a	  telomere-­‐loop	  or	  t-­‐loop	  (Griffith	  et	  al.	  1999;	  Muñoz-­‐Jordán	  et	  al.	  2001;	  Stansel	  et	  al.	  2001).	  	  Telomere	  repeats	  are	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bound	  by	  a	  protein	  complex	  that	  is	  somewhat	  evolutionarily	  conserved,	  which	  in	  mammals	  is	  called	  sheltrin	  (Palm	  and	  de	  Lange	  2008).	  	  In	  humans,	  sheltrin	  is	  composed	  of	  TRF2,	  TRF1,	  hRAP1,	  TPP1,	  POT1,	  and	  TIN2,	  and	  each	  member	  of	  the	  complex	  plays	  a	  unique	  role	  in	  telomere	  homeostasis	  (Palm	  and	  de	  Lange	  2008;	  Sfeir	  and	  de	  Lange	  2012).	  	  
	   In	  part	  because	  of	  the	  mechanism	  of	  DNA	  replication	  and	  the	  resulting	  ‘end	  replication	  problem’	  that	  was	  independently	  described	  by	  James	  Watson	  and	  Alexy	  Olovnikov,	  telomeres	  shorten	  with	  every	  cell	  division	  and	  ultimately	  become	  dysfunctional	  (Olovnikov	  1973;	  Harley	  et	  al.	  1990).	  	  The	  end	  replication	  problem	  does	  not	  completely	  explain	  the	  rate	  of	  telomere	  attrition	  and	  other	  mechanisms	  have	  been	  implicated	  to	  affect	  telomere	  shortening:	  including	  ROS,	  exonucleolytic	  processing	  and	  degradation,	  and	  errors	  in	  replication	  (Harley	  et	  al.	  1990;	  Zglinicki	  2002;	  Dionne	  and	  Wellinger	  1996).	  	  Telomerase,	  a	  reverse	  transcriptase	  that	  is	  composed	  of	  a	  protein	  component	  and	  an	  RNA	  template	  for	  de	  novo	  telomere	  addition,	  can	  maintain	  telomere	  length	  by	  adding	  new	  telomere	  repeats	  to	  the	  ends	  of	  chromosomes	  (Greider	  and	  Blackburn	  1985).	  	  
	  
Senescence	  	   Senescence,	  which	  is	  derived	  from	  the	  Latin	  word	  senescere	  that	  means	  ‘to	  grow	  old,’	  is	  defined	  in	  cellular	  biology	  as	  a	  permanent	  state	  of	  cell	  cycle	  arrest.	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Senescence	  was	  first	  discovered	  in	  1961	  by	  Hayflick	  and	  Moorhead,	  who	  showed	  that	  primary	  human	  cells	  go	  through	  a	  finite	  number	  of	  population	  doublings	  and	  then	  entered	  phase	  III,	  which	  has	  since	  been	  renamed	  senescence	  or	  the	  ‘Hayflick	  limit’	  (Hayflick	  and	  Moorhead	  1961).	  	  These	  findings	  directly	  contradicted	  Alexis	  Carrel’s	  work	  on	  cultured	  embryonic	  chicken	  hearts,	  which	  suggested	  that	  primary	  cells	  did	  not	  senescence	  in	  culture	  and	  were	  instead	  immortal	  (Carrel	  1912).	  	  The	  potential	  importance	  of	  senescence	  was	  immediately	  appreciated	  and	  it	  was	  suggested	  that	  it	  might	  regulate	  both	  carcinogenesis	  and	  aging	  (Campisi	  2012;	  Campisi	  and	  d'Adda	  di	  Fagagna	  2007).	  	  Because	  the	  ability	  of	  primary	  cells	  to	  senescence	  is	  one	  of	  their	  defining	  features	  that	  distinguish	  them	  from	  immortal	  cancer	  cells,	  senescence	  was	  thought	  to	  be	  an	  anti-­‐cancer	  mechanism.	  	  On	  the	  other	  hand,	  senescence	  results	  in	  a	  loss	  of	  growth	  potential	  and	  provides	  a	  potential	  explanation	  why	  tissues	  break	  down	  over	  time	  and	  fail	  to	  regenerate	  with	  age.	  	  
	   Mammalian	  cell	  senescence	  is	  an	  active	  response	  to	  stresses	  that	  put	  cells	  at	  risk	  for	  neoplastic	  transformation,	  including	  DNA	  damage,	  oncogenic	  signals,	  dramatic	  chromatin	  changes,	  and	  critically	  shortened	  or	  dysfunctional	  telomeres	  (Campisi	  and	  d'Adda	  di	  Fagagna	  2007).	  Accordingly,	  cell	  senescence	  limits	  carcinogenesis	  in	  a	  cell	  autonomous	  fashion	  (Campisi	  2001;	  Dimri	  2005;	  Wright	  and	  Shay	  2001).	  	  Recent	  evidence	  indicates	  that	  it	  may	  also	  have	  negative	  consequences,	  including	  contributing	  to	  carcinogenesis	  in	  a	  non-­‐cell	  autonomous	  manner	  as	  well	  as	  contributing	  to	  age-­‐related	  degenerative	  pathology	  in	  both	  cell	  autonomous	  and	  
5	  	  
non-­‐cell	  autonomous	  fashions	  (Baker	  et	  al.	  2011;	  Molofsky	  et	  al.	  2006;	  Krishnamurthy	  et	  al.	  2006).	  	  	  	   Senescence	  is	  initiated	  and	  maintained	  by	  activating	  either	  or	  both	  of	  the	  p53/p21	  and	  p16INK4a/pRB	  tumor	  suppressor	  pathways	  (Campisi	  2012;	  Adams	  2009;	  Collins	  and	  Sedivy	  2003).	  	  These	  pathways	  are	  quite	  complicated	  and	  involve	  many	  upstream	  regulators	  and	  downstream	  effectors	  and	  even	  regulate	  each	  other	  (Chau	  and	  Wang	  2003;	  Takeuchi	  et	  al.	  2010;	  Zhang	  et	  al.	  2006;	  Yamakoshi	  et	  al.	  2009).	  	  Though	  most	  studies	  suggest	  that	  either	  the	  p53/p21	  or	  p16INK4a/pRB	  pathway	  is	  necessary	  to	  maintain	  senescence,	  there	  are	  some	  reports	  of	  cellular	  senescence	  that	  are	  independent	  of	  both	  pathways	  (Olsen	  et	  al.	  2002).	  	  	   Senescent	  cells	  are	  characterized	  by	  persistent	  cell	  cycle	  arrest	  mediated	  by	  DNA	  damage	  checkpoint	  factors,	  and	  they	  also	  display	  profound	  changes	  in	  gene	  expression,	  chromatin	  organization,	  metabolism,	  and	  secretory	  behavior	  (senescence	  associated	  secretory	  phenotype,	  i.e.	  SASP)	  (Zwerschke	  et	  al.	  2003;	  Shelton	  et	  al.	  1999;	  Zhang	  2003;	  Herbig	  et	  al.	  2004;	  Howard	  1996;	  Narita	  et	  al.	  2003).	  	  An	  understanding	  of	  the	  mechanisms	  underlying	  these	  changes	  promises	  to	  enhance	  our	  treatments	  of	  cancer	  and	  age	  associated	  diseases.	  However,	  the	  molecular	  mechanisms	  underlying	  these	  changes	  are	  not	  well	  understood.	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Senescence-­associated	  gene	  expression	  changes	  	   Senescence	  is	  associated	  with	  extreme	  changes	  in	  gene	  expression,	  including	  the	  up-­‐regulation	  of	  cell	  cycle	  inhibitors	  (for	  example	  p21	  and	  p16)	  and	  the	  down-­‐regulation	  of	  cell	  cycle	  activators	  (including	  c-­‐FOS,	  histones,	  cyclin	  A,	  cyclin	  B,	  and	  proliferating	  cell	  nuclear	  antigen	  (PCNA))	  (Pang	  and	  Chen	  1994;	  Seshadri	  and	  Campisi	  1990;	  Stein	  et	  al.	  1991;	  Zhang	  2003;	  Yoon	  et	  al.	  2004;	  Shelton	  et	  al.	  1999).	  	  Both	  p53	  and	  RB	  are	  transcription	  factors	  that	  directly	  regulate	  some	  of	  the	  gene	  expression	  changes	  at	  senescence	  (for	  example	  p53	  activates	  p21	  and	  GADD45	  at	  senescence)	  (Espinosa	  et	  al.	  2003;	  Jackson	  and	  Pereira-­‐Smith	  2006).	  	  Recent	  work	  also	  suggests	  that	  active	  SUMOylation	  (the	  covalent	  conjugation	  of	  SUMO1	  or	  SUMO2/3)	  might	  represses	  histone	  and	  tRNA	  expression	  at	  senescence	  (Neyret-­‐Kahn	  et	  al.	  2013).	  	  
In	  addition,	  microRNAs	  have	  been	  implicated	  to	  regulate	  some	  portion	  of	  the	  gene	  expression	  changes	  at	  senescence	  (Fajkus	  et	  al.	  2005;	  Lafferty-­‐Whyte	  et	  al.	  2009).	  	  Many	  microRNAs	  are	  differentially	  expressed	  at	  senescence	  including	  miR-­‐34a	  and	  miR-­‐22,	  which	  directly	  regulate	  the	  expression	  of	  p53/p21,	  E2F,	  Cdk6,	  Sirt6,	  Sp1	  (Tazawa	  et	  al.	  2007;	  Sun	  et	  al.	  2008;	  Xu	  et	  al.	  2011;	  Dhahbi	  et	  al.	  2011).	  	  Overall,	  though	  some	  transcriptional	  changes	  are	  well	  characterized,	  it	  is	  still	  not	  known	  which	  factors	  regulate	  the	  majority	  of	  gene	  expression	  changes	  at	  senescence.	  	  One	  possibility	  is	  that	  there	  are	  ‘master	  regulators’	  that	  control	  the	  majority	  of	  differentially	  expressed	  genes	  at	  senescence.	  	  
7	  	  
	  
Senescence-­associated	  chromatin	  changes	  	   Senescence	  is	  also	  associated	  with	  dramatic	  changes	  in	  chromatin,	  including	  the	  loss	  of	  histone	  proteins,	  the	  loss	  of	  lamin	  B1,	  and	  the	  formation	  of	  heterochromatic	  foci	  (SAHF)	  (Griffith	  et	  al.	  1999;	  Shah	  et	  al.	  2013;	  Muñoz-­‐Jordán	  et	  al.	  2001;	  Sadaie	  et	  al.	  2013;	  Stansel	  et	  al.	  2001;	  Narita	  et	  al.	  2003;	  2006;	  O'Sullivan	  et	  al.	  2010;	  Freund	  et	  al.	  2012;	  Shimi	  et	  al.	  2011;	  Benetti	  et	  al.	  2007).	  	  As	  expected,	  many	  of	  these	  changes	  are	  also	  associated	  with	  changes	  in	  genes	  expression,	  in	  fact	  RNA	  polymerase	  II	  and	  active	  transcription	  is	  preferentially	  excluded	  from	  SAHFs	  (Palm	  and	  de	  Lange	  2008;	  Narita	  et	  al.	  2003;	  Shah	  et	  al.	  2013;	  Zhang	  et	  al.	  2007;	  Funayama	  et	  al.	  2006).	  	  Interestingly,	  though	  chromatin	  grossly	  reorganizes	  into	  the	  SAHFs	  as	  observed	  via	  immuno-­‐fluorescence,	  recent	  work	  from	  Narita	  and	  colleagues	  suggest	  that	  the	  occupancy	  of	  heterochromatic	  marks	  (including	  H3K9me3)	  does	  not	  change	  at	  senescence	  when	  viewed	  at	  higher	  resolution	  (i.e.	  with	  ChIP-­‐seq)	  (Chandra	  et	  al.	  2012).	  	  These	  findings	  suggest	  that	  SAHFs	  are	  blocks	  of	  pre-­‐existing	  heterochromatin	  that	  have	  been	  brought	  together	  at	  senescence.	  	  However,	  when	  the	  Berger	  group	  reanalyzed	  these	  data	  they	  found	  important	  changes	  in	  H3K27me3	  at	  senescence	  (including	  trends	  of	  “mesas”	  and	  “canyons”;	  Shah	  et	  al.	  2013).	  	  In	  summary,	  many	  chromatin	  changes	  are	  occurring	  at	  senescence.	  	  Though	  still	  hotly	  debated,	  these	  include	  changes	  in	  the	  occupancy	  of	  various	  epigenetic	  marks	  and	  potentially	  gross	  chromatin	  confirmation.	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   In	  addition	  to	  epigenetic	  marks,	  both	  histone	  transcripts	  and	  proteins	  are	  downregulated	  at	  senescence	  (Seshadri	  et	  al.1990;	  Pang	  et	  al.	  1994;	  O’Sullivan	  et	  al.	  2010).	  	  Histone	  losses	  are	  associated	  with	  reduced	  expression	  of	  the	  stem	  loop–binding	  protein	  (SLBP)	  and	  histone	  chaperones	  ASF1	  and	  CAF1,	  however	  the	  precise	  mechanism	  of	  how	  histones	  are	  downregulated	  at	  senescence	  is	  not	  fully	  understood.	  	  Mammalian	  histone	  expression	  is	  a	  highly	  regulated	  process	  that	  that	  depends	  on	  the	  transcriptional	  regulatator	  NPAT	  (nuclear	  protein,	  ataxia–telangiectasia	  locus)	  and	  FLASH	  [FADD	  (Fas-­‐associated	  death	  domain)-­‐like	  IL-­‐1β	  (interleukin	  1β)-­‐converting	  enzyme	  associated	  huge	  protein]	  and	  several	  complicated	  post-­‐transcriptional	  processing	  steps	  prior	  to	  translation	  (Ewen	  2000;	  Barcaroli	  et	  al.	  2006).	  	  Each	  of	  these	  steps	  might	  be	  affected	  at	  senescence	  and	  potentially	  account	  for	  the	  loss	  of	  histone	  transcripts	  and	  proteins.	  	  It	  is	  important	  to	  note	  that	  histones	  are	  also	  lost	  with	  aging	  in	  other	  organisms	  –	  including	  replicatively	  aged	  yeast	  mother	  cells	  –	  which	  suggests	  that	  histone	  loss	  might	  be	  an	  evolutionarily	  conserved	  process	  that	  controls	  aging	  (Feser	  et	  al.	  2010).	  	  
	  
Yeast	  System	  to	  Model	  Senescence	  	   In	  the	  budding	  yeast	  S.	  cerevisiae	  telomere	  length	  is	  maintained	  by	  constitutive	  expression	  of	  the	  telomerase	  enzyme,	  and	  thus	  yeast	  cells	  do	  not	  naturally	  senesce	  as	  a	  consequence	  of	  gradual	  telomere	  shortening.	  	  Nonetheless,	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cell	  senescence	  can	  be	  modeled	  in	  yeast	  by	  genetic	  inactivation	  of	  telomerase,	  leading	  eventually	  to	  critical	  telomere	  shortening	  and	  mitotic	  arrest	  (Olovnikov	  1973;	  Lundblad	  and	  Szostak	  1989;	  Harley	  et	  al.	  1990;	  Singer	  and	  Gottschling	  1994).	  	  Remarkably,	  these	  cells	  display	  several	  features	  similar	  to	  mammalian	  cells	  that	  have	  senesced	  due	  to	  telomere	  shortening.	  	  For	  example	  both	  involve	  DNA	  damage	  responses,	  dependent	  on	  PI3-­‐kinase-­‐type	  kinases,	  which	  lead	  to	  cell	  cycle	  arrest	  (Harley	  et	  al.	  1990;	  IJpma	  and	  Greider	  2003;	  Zglinicki	  2002;	  Herbig	  et	  al.	  2004).	  Both	  also	  have	  dramatic	  gene	  expression	  changes	  that	  include	  activation	  of	  stress	  responses,	  inhibition	  of	  glycolysis,	  and	  downregulation	  of	  histone	  transcripts	  (Nautiyal	  et	  al.	  2002;	  O'Sullivan	  et	  al.	  2010;	  Zwerschke	  et	  al.	  2003;	  Pang	  and	  Chen	  1994;	  Seshadri	  and	  Campisi	  1990;	  Shelton	  et	  al.	  1999;	  Zhang	  2003).	  	  And	  in	  both	  murine	  and	  yeast	  telomerase-­‐deficient	  cells	  critical	  telomere	  shortening	  causes	  loss	  of	  heterochromatic	  histone	  marks	  and	  of	  subtelomeric	  gene	  silencing	  (Benetti	  et	  al.	  2007;	  Kozak	  et	  al.	  2010;	  Nautiyal	  et	  al.	  2002),	  and	  the	  telomere	  ends	  become	  susceptible	  to	  end-­‐to-­‐end	  fusion	  events	  (Hackett	  et	  al.	  2001;	  Blasco	  et	  al.	  1997;	  Lee	  et	  al.	  1998).	  	  Furthermore,	  similar	  factors	  modulate	  the	  pace	  of	  senescence	  in	  both	  systems.	  	  For	  example	  in	  mammals	  telomere-­‐driven	  senescence	  is	  promoted	  by	  ATM,	  ATR	  and	  EXO1,	  and	  is	  delayed	  by	  the	  WRN	  and	  BLM	  helicases,	  and	  the	  orthologous	  yeast	  proteins	  Tel1,	  Mec1,	  Exo1,	  and	  Sgs1	  function	  similarly	  (Campisi	  2012;	  IJpma	  and	  Greider	  2003;	  Campisi	  and	  d'Adda	  di	  Fagagna	  2007;	  Herbig	  et	  al.	  2004;	  Du	  et	  al.	  2004;	  Hagelstrom	  et	  al.	  2010;	  Faragher	  et	  al.	  1993;	  Schaetzlein	  et	  al.	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2007;	  Ritchie	  et	  al.	  1999;	  Abdallah	  et	  al.	  2009;	  Maringele	  and	  Lydall	  2004;	  Johnson	  et	  al.	  2001).	  	  Thus,	  yeast	  telomerase	  mutants	  provide	  a	  valuable	  model	  for	  understanding	  several	  features	  of	  cell	  senescence	  driven	  by	  telomere	  dysfunction.	  	   Despite	  the	  similarities	  between	  senescence	  in	  primary	  human	  fibroblasts	  and	  yeast	  that	  lack	  telomerase,	  there	  are	  some	  key	  differences	  between	  the	  two	  systems.	  	  For	  example,	  although	  the	  cells	  stop	  dividing	  at	  senescence	  and	  enter	  a	  permanent	  state	  of	  cell	  cycle	  arrest	  in	  yeast	  and	  human	  cells,	  the	  precise	  cell	  cycle	  arrest	  is	  different.	  	  Whereas	  senescent	  primary	  human	  fibroblasts	  arrest	  in	  either	  G1,	  G2,	  or	  G2/M,	  	  yeast	  that	  senesce	  due	  to	  telomeric	  dysfunction	  arrest	  in	  G2/M	  (Campisi	  and	  d'Adda	  di	  Fagagna	  2007;	  IJpma	  and	  Greider	  2003;	  Johnson	  et	  al.	  2001;	  Pignolo	  et	  al.	  1998;	  Jullien	  et	  al.	  2013;	  Mao	  et	  al.	  2012).	  	  In	  addition,	  the	  frequency	  of	  survivors	  during	  senescence	  and	  the	  rate	  of	  senescence	  bypass	  are	  much	  higher	  in	  yeast	  as	  compared	  to	  mammalian	  cells.	  	  During	  a	  senescence	  assay,	  up	  to	  one-­‐in-­‐10,000	  yeast	  cells	  are	  survivors	  (unfortunately	  the	  precise	  frequency	  is	  not	  known)	  (Campisi	  2001;	  Teixeira	  2013;	  Dimri	  2005;	  Wright	  and	  Shay	  2001).	  	  Conversely,	  primary	  human	  cells	  rarely	  bypass	  senescence,	  though	  the	  frequency	  increases	  in	  the	  absence	  of	  p53/p21	  and	  RB/p16INK4a	  pathways	  (it	  is	  estimated	  that	  1	  in	  107	  cells	  can	  by	  bypass	  crisis	  and	  maintain	  their	  telomeres	  without	  upregulating	  telomerase	  activity)	  (Baker	  et	  al.	  2011;	  Reddel	  2000;	  Molofsky	  et	  al.	  2006;	  Rogan	  et	  al.	  1995;	  Krishnamurthy	  et	  al.	  2006;	  Shay	  and	  Wright	  1989;	  Shay	  et	  al.	  1993).	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   Finally,	  some	  characteristics	  of	  senescent	  human	  cells	  have	  not	  been	  reported	  in	  senescent	  yeast.	  	  For	  example,	  senescent	  yeast	  have	  not	  been	  shown	  to	  have	  SASP-­‐	  of	  SAHF-­‐like	  phenotype	  (though	  there	  are	  gross	  changes	  in	  chromatin	  at	  senescence)	  (Campisi	  2012;	  Kozak	  et	  al.	  2010;	  Adams	  2009;	  Platt	  et	  al.	  2013;	  Collins	  and	  Sedivy	  2003).	  	  Though	  it	  is	  possible	  that	  these	  questions	  have	  not	  been	  addressed	  experimentally,	  it	  is	  also	  possible	  that	  these	  changes	  are	  not	  seen	  in	  senescent	  yeast.	  	  	  
	  
The	  three	  models	  of	  yeast	  aging	  and	  senescence	  	   To	  add	  to	  the	  complexity	  of	  senescence,	  there	  are	  three	  different	  ways	  to	  study	  senescence	  in	  yeast.	  	  In	  addition	  to	  genetically	  inactivating	  telomerase,	  yeast	  aging	  and	  senescence	  can	  be	  assayed	  by	  measuring	  replicative	  lifespan	  or	  chronologic	  lifespan	  (Mortimer	  and	  Johnston	  1959;	  Takeuchi	  et	  al.	  2010;	  Longo	  et	  al.	  1999;	  Zhang	  et	  al.	  2006;	  Longo	  et	  al.	  1996;	  Yamakoshi	  et	  al.	  2009;	  Fabrizio	  et	  al.	  2001).	  	  Because	  yeast	  divide	  asymmetrically	  (that	  is	  the	  budded	  daughter	  cell	  is	  smaller	  than	  the	  mother	  cell),	  one	  can	  count	  the	  number	  of	  offspring	  that	  come	  from	  a	  single	  yeast	  cell.	  	  Mortimer	  and	  Johnston	  showed	  that	  individual	  yeast	  cells	  do	  not	  divide	  forever	  (Mortimer	  and	  Johnston	  1959)	  and	  so	  replicative	  lifespan	  is	  a	  measurement	  of	  how	  many	  daughter	  cells	  can	  be	  budded	  from	  a	  mother	  cell	  during	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the	  course	  of	  its	  life.	  	  Conversely,	  the	  chronologic	  lifespan	  of	  a	  yeast	  cell	  is	  a	  measurement	  of	  how	  long	  a	  population	  of	  yeast	  remains	  viable	  in	  stationary	  phase.	  
	   Though	  each	  assay	  is	  very	  different,	  the	  chronological	  and	  replicative	  lifespan	  models	  have	  some	  similarities.	  	  First,	  whereas	  telomere	  shortening	  triggers	  senescence	  when	  telomerase	  is	  inactivated,	  telomeric	  dysfunction	  does	  not	  drive	  replicative	  or	  chronological	  lifespan	  (Smeal	  et	  al.	  1996;	  D'Mello	  and	  Jazwinski	  1991;	  Burtner	  et	  al.	  2009;	  Chen	  et	  al.	  2009).	  	  Second,	  many	  pathways	  regulate	  both	  chronological	  and	  replicative	  lifespan	  including	  caloric	  restriction,	  mitochondrial	  dysfunction,	  and	  ROS	  (of	  note,	  many	  of	  these	  pathways	  either	  do	  not	  affect	  or	  have	  yet	  to	  be	  shown	  to	  affect	  the	  pace	  of	  telomere	  dysfunction	  induced	  senescence	  in	  yeast;	  Pang	  and	  Chen	  1994;	  Longo	  et	  al.	  2012).	  	  However,	  the	  replicative	  and	  chronologic	  lifespan	  assays	  are	  still	  very	  different.	  	  For	  example,	  the	  cells	  are	  not	  even	  cycling	  in	  the	  chronologic	  assay.	  	  In	  addition,	  some	  pathways	  –	  including	  the	  
SIR2/FOB1	  pathway	  that	  results	  in	  extrachromosomal	  rDNA	  circles	  (ERC)	  –	  are	  unique	  to	  yeast	  replicative	  lifespan	  and	  do	  not	  affect	  chronologic	  aging	  (or	  even	  human	  aging	  for	  that	  matter)	  (Bitterman	  et	  al.	  2003).	  	  	  
	  
Rap1	  	   We	  considered	  the	  possibility	  that	  telomere	  shortening	  might	  cause	  relocalization	  of	  normally	  telomere-­‐bound	  proteins	  to	  new	  genomic	  loci	  and	  thus	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regulate	  senescence,	  an	  idea	  long	  hypothesized	  but	  never	  demonstrated	  directly	  (Campisi	  1997).	  	  A	  prime	  candidate	  for	  such	  a	  factor	  in	  S.	  cerevisiae	  is	  Rap1	  (Repressor	  activator	  protein	  1),	  which	  binds	  directly	  to	  telomere	  repeat	  DNA	  in	  a	  sequence-­‐specific	  fashion	  via	  two	  tandem	  Myb-­‐type	  homeodomains	  which	  are	  connected	  by	  a	  short	  peptide	  linker	  (Konig	  et	  al.	  1996).	  	  Rap1	  controls	  telomere	  function	  and	  maintenance	  including	  telomere	  capping,	  length	  regulation,	  localization	  to	  the	  nuclear	  periphery,	  and	  heterochromatin	  formation	  (which	  silences	  the	  expression	  of	  subtelomeric	  loci)	  (Bonetti	  et	  al.	  2010;	  Marcand	  et	  al.	  1997;	  Kyrion	  et	  al.	  1993;	  Pardo	  and	  Marcand	  2005;	  Marcand	  et	  al.	  2008;	  Vodenicharov	  and	  Wellinger	  2006;	  Negrini	  et	  al.	  2007;	  Hofmann	  et	  al.	  1989;	  Klein	  et	  al.	  1992;	  Palladino	  et	  al.	  1993).	  	  Rap1	  mediates	  telomere	  silencing	  by	  recruiting	  the	  Sir	  protein	  complex,	  which	  it	  also	  does	  at	  the	  silent	  mating	  loci	  HML	  and	  HMR	  (Moretti	  and	  Shore	  2001;	  Moretti	  et	  al.	  1994).	  	  In	  contrast,	  at	  hundreds	  of	  genomic	  loci	  Rap1	  functions	  as	  a	  transcriptional	  activator,	  via	  binding	  to	  upstream	  promoter	  regions	  and	  interacting	  with	  various	  coactivator	  proteins	  (e.g.	  Gcr1	  and	  Gcr2	  at	  glycolytic	  genes,	  and	  Fhl1	  and	  Ifh1	  at	  ribosomal	  protein	  genes)	  (Zhao	  et	  al.	  2006;	  Tornow	  et	  al.	  1993;	  López	  et	  al.	  1998;	  Schawalder	  et	  al.	  2004;	  Wade	  et	  al.	  2004).	  	  These	  dual	  sets	  of	  Rap1	  functions	  -­‐	  at	  telomeres	  and	  at	  genomic	  loci	  -­‐	  raise	  the	  possibility	  that	  if	  Rap1	  were	  lost	  from	  shortened	  telomeres	  it	  might	  expand	  its	  roles	  at	  extra-­‐telomeric	  loci.	  	  Several	  considerations	  support	  this	  idea.	  	  First,	  Rap1	  is	  an	  abundant	  protein	  (~4000	  molecules	  per	  haploid	  cell:	  Buchman	  et	  al.	  1988;	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Ghaemmaghami	  et	  al.	  2003),	  and	  a	  significant	  fraction	  (at	  least	  10-­‐15%)	  localizes	  to	  telomeres,	  which	  by	  fluorescence	  microscopy	  are	  visualized	  as	  prominent	  foci	  at	  the	  nuclear	  periphery	  that	  appear	  to	  be	  the	  primary	  sites	  of	  Rap1	  localization	  (Gotta	  et	  al.	  1996;	  Klein	  et	  al.	  1992).	  	  Thus	  the	  telomeric	  pool	  of	  Rap1	  is	  large	  enough	  to	  have	  the	  potential	  for	  significant	  effects	  upon	  redistribution.	  	  Second,	  there	  are	  many	  low	  affinity	  Rap1	  binding	  sites	  that	  unoccupied	  throughout	  the	  genome.	  	  Rap1	  binds	  tightly	  (Kd	  ~10-­‐11	  M)	  to	  its	  highest	  affinity	  DNA	  binding	  sites,	  which	  follow	  the	  approximate	  consensus	  RMAYCCRMNCAYY	  and	  comprise	  two	  hemisites	  (ACAYC	  and	  ACAYM)	  linked	  by	  a	  trinucleotide	  (CRM)	  (Lieb	  et	  al.	  2001;	  Vignais	  et	  al.	  1990).	  	  These	  DNA	  sequence	  elements	  are	  each	  bound	  respectively	  by	  the	  homeodomain-­‐linker	  peptide-­‐homeodomain	  amino	  acid	  sequences	  within	  each	  Rap1	  monomer(Konig	  et	  al.	  1996).	  	  Rap1	  can	  also	  bind	  with	  significant	  affinity	  to	  a	  single	  hemisite	  paired	  with	  a	  linker	  sequence(Del	  Vescovo	  et	  al.	  2004).	  	  In	  vivo,	  many	  loci	  with	  consensus	  or	  hemisite-­‐linker	  sequences	  are	  not	  bound	  by	  Rap1	  in	  normal	  cells,	  raising	  the	  possibility	  that	  these	  sites	  might	  be	  bound	  by	  Rap1	  under	  conditions	  that	  increase	  the	  available	  pool	  of	  Rap1,	  or	  alternatively	  increase	  accessibility	  of	  the	  sites	  to	  Rap1.	  	  Third,	  Rap1	  has	  been	  observed	  previously	  to	  relocalize	  in	  the	  G2	  phase	  of	  the	  cell	  cycle	  (Laroche	  et	  al.	  2000)	  and	  under	  conditions	  of	  stress,	  including	  low	  glucose	  (Buck	  and	  Lieb	  2006)	  and	  DNA	  damage	  by	  the	  alkylating	  agent	  methyl	  methanesulfonate	  (MMS;	  Tomar	  et	  al.	  2008).	  Finally,	  senescence	  itself	  may	  be	  a	  Rap1-­‐relocalizing	  stress	  because	  cytological	  studies	  indicate	  that	  critical	  telomere	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shortening	  in	  telomerase	  deficient	  cells	  causes	  an	  apparent	  loss	  in	  intensity	  of	  telomere-­‐associated	  Rap1	  along	  with	  elevation	  in	  its	  overall	  nucleoplasmic	  localization	  (Palladino	  et	  al.	  1993;	  Straatman	  and	  Louis	  2007).	  	  However,	  whether	  Rap1	  relocalizes	  to	  particular	  genomic	  targets	  at	  senescence	  and	  how	  such	  relocalization	  might	  impact	  cell	  physiology	  have	  not	  been	  addressed.	  	  Here	  we	  experimentally	  addressed	  if	  Rap1	  relocalizes	  to	  new	  sites	  throughout	  the	  genome	  at	  senescence	  and	  how	  it	  affects	  gene	  expression	  at	  senescence.	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CHAPTER	  2:	  Rap1	  relocalization	  contributes	  to	  the	  chromatin-­
mediated	  gene	  expression	  profile	  and	  pace	  of	  cell	  senescence	  
INTRODUCTION	  	   Mammalian	  cell	  senescence	  is	  an	  active	  response	  to	  stresses	  that	  put	  cells	  at	  risk	  for	  neoplastic	  transformation,	  including	  DNA	  damage,	  oncogenic	  signals,	  dramatic	  chromatin	  changes,	  and	  critically	  shortened	  or	  dysfunctional	  telomeres	  (Campisi	  2013).	  	  Accordingly,	  cell	  senescence	  limits	  carcinogenesis	  in	  a	  cell	  autonomous	  fashion.	  	  Senescence	  may	  also	  have	  negative	  consequences,	  including	  contributing	  to	  carcinogenesis	  in	  a	  non-­‐cell	  autonomous	  manner	  and	  to	  age-­‐related	  degenerative	  pathologies	  (Baker	  et	  al.	  2011).	  	  Telomere	  shortening	  and	  uncapping	  are	  particularly	  important	  drivers	  of	  human	  cell	  senescence,	  as	  evidenced	  by	  the	  capacity	  of	  the	  telomerase	  enzyme	  to	  immortalize	  human	  cells	  and	  by	  associations	  between	  dysfunctional	  telomeres	  and	  age-­‐related	  diseases	  and	  progeroid	  syndromes	  (Armanios	  2013).	  	  Senescent	  cells	  are	  characterized	  by	  persistent	  cell	  cycle	  arrest	  mediated	  by	  DNA	  damage	  checkpoint	  factors,	  and	  also	  display	  profound	  changes	  in	  gene	  expression,	  chromatin	  organization,	  metabolism,	  and	  secretory	  behavior	  (Campisi	  2013).	  	  The	  mechanisms	  underlying	  these	  changes	  are	  not	  well	  understood,	  but	  such	  knowledge	  promises	  to	  enhance	  our	  understanding	  of	  cancer	  and	  other	  age-­‐related	  diseases.	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   In	  the	  budding	  yeast	  S.	  cerevisiae	  telomere	  length	  is	  maintained	  by	  telomerase,	  and	  thus	  yeast	  cells	  do	  not	  naturally	  senesce	  as	  a	  consequence	  of	  gradual	  telomere	  shortening.	  	  Telomere-­‐driven	  senescence	  can	  be	  modeled	  in	  yeast	  by	  genetic	  inactivation	  of	  telomerase,	  leading	  eventually	  to	  critical	  telomere	  shortening	  and	  mitotic	  arrest	  (Lundblad	  and	  Szostak	  1989).	  	  It	  is	  important	  to	  distinguish	  yeast	  senescence	  from	  yeast	  replicative	  aging	  and	  from	  chronological	  aging.	  	  Replicative	  aging	  is	  measured	  by	  the	  number	  of	  daughters	  produced	  by	  a	  mother	  cell	  prior	  to	  her	  death,	  and	  chronological	  aging	  by	  the	  time	  a	  yeast	  cell	  can	  survive	  under	  conditions	  of	  nutrient	  deprivation;	  however,	  neither	  of	  these	  aging	  models	  are	  driven	  by	  telomere	  shortening.	  	  Senescent	  yeast	  display	  several	  features	  remarkably	  similar	  to	  mammalian	  cells	  that	  have	  senesced	  due	  to	  telomere	  shortening.	  For	  example	  both	  involve	  DDRs	  and	  cell	  cycle	  arrest	  dependent	  on	  PI3-­‐kinase-­‐type	  kinases	  (IJpma	  and	  Greider	  2003;	  Herbig	  et	  al.	  2004).	  Both	  also	  involve	  activation	  of	  stress	  responses,	  inhibition	  of	  glycolysis,	  and	  downregulation	  of	  mRNAs	  encoding	  the	  core	  histones	  (Nautiyal	  et	  al.	  2002;	  O'Sullivan	  et	  al.	  2010;	  Zwerschke	  et	  al.	  2003).	  	  Critical	  telomere	  shortening	  in	  both	  settings	  causes	  loss	  of	  heterochromatic	  histone	  marks	  and	  subtelomeric	  gene	  silencing	  (Benetti	  et	  al.	  2007;	  Kozak	  et	  al.	  2010),	  and	  the	  telomere	  ends	  can	  fuse	  to	  one	  another	  (Hackett	  et	  al.	  2001;	  Blasco	  et	  al.	  1997;	  Capper	  et	  al.	  2007).	  	  Furthermore,	  similar	  factors	  modulate	  the	  pace	  of	  senescence	  in	  both	  systems.	  	  For	  example,	  telomere-­‐driven	  senescence	  in	  mammals	  is	  promoted	  by	  ATM,	  ATR	  and	  EXO1,	  and	  is	  delayed	  by	  the	  WRN	  and	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BLM	  helicases,	  and	  in	  yeast	  the	  orthologous	  proteins	  Tel1,	  Mec1,	  Exo1,	  and	  Sgs1	  function	  similarly	  (IJpma	  and	  Greider	  2003;	  Herbig	  et	  al.	  2004;	  Schaetzlein	  et	  al.	  2007;	  Ritchie	  et	  al.	  1999;	  Abdallah	  et	  al.	  2009;	  Maringele	  and	  Lydall	  2004;	  Johnson	  et	  al.	  2001).	  	  	  Thus,	  yeast	  telomerase	  mutants	  provide	  a	  valuable	  model	  for	  understanding	  several	  features	  of	  cell	  senescence.	   	  	  	   We	  considered	  the	  possibility	  that	  telomere	  shortening	  might	  cause	  relocalization	  of	  normally	  telomere-­‐bound	  proteins	  to	  new	  genomic	  loci	  and	  thus	  contribute	  to	  senescence,	  an	  idea	  long	  hypothesized	  but	  never	  demonstrated	  (Campisi	  1997).	  	  A	  prime	  candidate	  for	  such	  a	  factor	  in	  S.	  cerevisiae	  is	  Rap1	  (Repressor	  activator	  protein	  1).	  	  Rap1	  binds	  directly	  to	  telomere	  repeat	  DNA	  in	  a	  sequence-­‐specific	  fashion	  via	  two	  tandem	  Myb-­‐type	  homeodomains	  linked	  by	  a	  short	  peptide	  (Konig	  et	  al.	  1996).	  	  At	  telomeres,	  Rap1	  contributes	  to	  capping	  and	  length	  regulation,	  localization	  to	  the	  nuclear	  periphery,	  and	  formation	  of	  heterochromatin	  (Marcand	  et	  al.	  1997;	  Kyrion	  et	  al.	  1993;	  Pardo	  and	  Marcand	  2005;	  Vodenicharov	  et	  al.	  2010;	  Negrini	  et	  al.	  2007;	  Klein	  et	  al.	  1992;	  Palladino	  et	  al.	  1993).	  	  Rap1	  mediates	  telomere	  silencing	  by	  recruiting	  the	  Sir	  protein	  complex	  (Moretti	  and	  Shore	  2001).	  	  In	  contrast,	  at	  hundreds	  of	  genes	  Rap1	  functions	  as	  a	  transcriptional	  activator,	  via	  binding	  to	  upstream	  promoter	  regions	  and	  interacting	  with	  various	  coactivator	  proteins	  (Zhao	  et	  al.	  2006;	  Tornow	  et	  al.	  1993;	  Schawalder	  et	  al.	  2004).	  	  These	  dual	  sets	  of	  Rap1	  functions	  -­‐	  at	  telomeres	  and	  at	  genomic	  loci	  -­‐	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raise	  the	  possibility	  that	  if	  Rap1	  were	  lost	  from	  shortened	  telomeres	  it	  might	  expand	  its	  roles	  at	  extra-­‐telomeric	  loci.	  	  Several	  considerations	  support	  this	  idea.	  	  First,	  Rap1	  is	  an	  abundant	  protein	  (~4000	  molecules	  per	  haploid	  cell:	  Buchman	  et	  al.	  1988),	  and	  a	  significant	  fraction	  (at	  least	  10-­‐15%)	  localizes	  to	  telomeres,	  which	  by	  fluorescence	  microscopy	  are	  visualized	  as	  prominent	  foci	  at	  the	  nuclear	  periphery	  that	  appear	  to	  be	  the	  primary	  sites	  of	  Rap1	  localization	  (Gotta	  et	  al.	  1996;	  Klein	  et	  al.	  1992).	  	  Thus	  the	  telomeric	  pool	  of	  Rap1	  is	  large	  enough	  to	  have	  the	  potential	  for	  significant	  effects	  upon	  redistribution.	  	  Second,	  many	  loci	  with	  consensus	  or	  near-­‐consensus	  Rap1	  target	  sequences	  are	  not	  bound	  by	  the	  protein	  in	  normal	  cells,	  raising	  the	  possibility	  that	  these	  sites	  might	  be	  bound	  under	  conditions	  that	  increase	  the	  available	  pool	  of	  Rap1	  or	  that	  increase	  site	  accessibility.	  	  Third,	  Rap1	  relocalizes	  to	  some	  degree	  in	  the	  G2	  phase	  of	  the	  cell	  cycle	  (Laroche	  et	  al.	  2000)	  and	  under	  conditions	  of	  stress,	  including	  low	  glucose	  (Buck	  and	  Lieb	  2006)	  and	  DNA	  damage	  by	  methyl	  methanesulfonate	  (MMS:	  Tomar	  et	  al.	  2008).	  Finally,	  senescence	  itself	  may	  be	  a	  Rap1-­‐relocalizing	  stress	  because	  fluorescence	  microscopy	  studies	  indicate	  that	  critical	  telomere	  shortening	  causes	  an	  apparent	  loss	  in	  intensity	  of	  telomere-­‐associated	  Rap1	  along	  with	  enhanced	  localization	  of	  Rap1	  in	  numerous	  other	  nuclear	  regions	  (Straatman	  and	  Louis	  2007;	  Palladino	  et	  al.	  1993).	  	  Yet	  the	  questions	  of	  whether	  Rap1	  relocalizes	  to	  particular	  genomic	  targets	  at	  senescence	  and	  how	  such	  relocalization	  might	  impact	  gene	  expression	  and	  the	  rate	  of	  senescence	  have	  not	  been	  addressed.	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   Here	  we	  demonstrate	  that	  at	  senescence	  Rap1	  is	  lost	  from	  subtelomeric	  regions	  and	  localizes	  to	  upstream	  promoter	  regions	  of	  hundreds	  of	  new	  target	  genes.	  	  This	  redistribution	  of	  Rap1	  depends	  on	  the	  Mec1	  DDR	  kinase,	  and	  plays	  direct	  roles	  in	  senescence-­‐related	  gene	  expression.	  	  Remarkably,	  the	  genes	  encoding	  the	  core	  histones	  are	  among	  the	  new	  targets	  of	  Rap1,	  and	  Rap1	  contributes	  to	  a	  global	  decline	  in	  histone	  levels	  and	  also	  decreases	  nucleosome	  occupancy	  selectively	  at	  the	  promoters	  of	  genes	  that	  are	  upregulated	  at	  senescence.	  	  Moreover,	  this	  Rap1-­‐histone	  interplay	  impacts	  not	  only	  gene	  expression	  but	  also	  the	  pace	  of	  senescence.	  	  
RESULTS	  
Rap1	  targets	  new	  loci	  in	  senescent	  cells	  Chromatin	  immunoprecipitation	  (ChIP)	  using	  anti-­‐Rap1	  antibodies	  was	  performed	  in	  wild	  type	  and	  senescent	  tlc1Δ	  cells,	  and	  the	  genomic	  distributions	  of	  enriched	  fragments	  were	  assessed	  using	  high	  resolution	  tiling	  arrays	  (ChIP-­‐chip;	  Figs.	  1A	  and	  S1).	  	  Enrichment	  was	  calculated	  with	  respect	  to	  non-­‐specific	  IgG	  control	  ChIP,	  although	  essentially	  identical	  results	  were	  obtained	  when	  the	  comparison	  was	  made	  to	  input	  chromatin	  (data	  not	  shown).	  	  Using	  a	  conservative	  MAT	  cutoff	  of	  10-­‐5	  (see	  Methods),	  798	  Rap1	  target	  genes	  were	  identified	  in	  wild	  type	  cells.	  	  These	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targets	  were	  highly	  similar	  to	  those	  identified	  previously	  (Fig.	  S2;	  p	  =	  2.5	  x	  10-­‐123)	  (Harbison	  et	  al.	  2004).	  	  At	  senescence,	  three	  major	  types	  of	  changes	  in	  Rap1	  localization	  were	  apparent.	  	  First,	  there	  is	  increased	  enrichment	  at	  many	  sites	  already	  targeted	  by	  Rap1	  in	  wild	  type	  cells	  (Figs.	  1A	  and	  S1).	  	  Second,	  and	  more	  strikingly,	  there	  are	  many	  new	  Rap1	  target	  peaks	  (Figs.	  1A	  and	  S1).	  	  Third,	  Rap1	  occupancy	  declines	  at	  subtelomeres	  (Figs.	  1B,	  7B	  and	  S3).	  	  These	  changes	  do	  not	  reflect	  alterations	  in	  overall	  Rap1	  levels,	  which	  remain	  nearly	  constant	  per	  cell	  (Fig.	  1C	  which	  compares	  equal	  cell	  numbers,	  data	  not	  shown,	  and	  see	  Fig.	  7D).	  	  	  All	  three	  types	  of	  changes	  were	  confirmed	  via	  ChIP-­‐qPCR	  against	  multiple	  targets	  (Figs.	  1D-­‐F;	  Rap1	  ChIP	  enrichment	  was	  in	  comparison	  to	  ACT1,	  and	  was	  normalized	  to	  IgG	  and	  input	  controls).	  We	  found	  that	  Rap1	  localizes	  to	  491	  new	  target	  genes	  at	  senescence,	  and	  we	  refer	  to	  these	  as	  NRTS	  (“New	  Rap1	  Targets	  at	  Senescence”;	  Fig	  2A).	  	  Similar	  to	  Rap1	  targets	  in	  normal	  cells,	  NRTS	  were	  localized	  primarily	  in	  upstream	  promoter	  regions	  (Figs.	  2B	  and	  2C;	  Fig	  S4).	  	  We	  searched	  for	  enriched	  sequence	  motifs	  within	  the	  NRTS	  promoters	  using	  HOMER,	  a	  de	  novo	  motif	  discovery	  program	  (Heinz	  et	  al.	  2010).	  	  Whereas	  the	  previously	  defined	  Rap1	  consensus	  CACCCA(A/C)ACA	  	  (Lieb	  et	  al.	  2001)	  was	  the	  most	  significant	  motif	  identified	  in	  the	  wild	  type	  targets	  (798	  genes),	  it	  was	  not	  found	  in	  the	  NRTS	  target	  set	  (Fig	  2D).	  	  Instead,	  the	  most	  significant	  NRTS	  motif	  (p	  =10-­‐12)	  was	  TTTTTTGCG(C/G),	  which	  may	  have	  weak	  nucleosome	  destabilizing	  activity	  (Segal	  and	  Widom	  2009;	  Wu	  and	  Li	  2010).	  	  
41	  	  
Consistent	  with	  this	  possibility,	  at	  senescence	  Rap1	  preferentially	  targets	  regions	  of	  the	  genome	  where	  histones	  have	  been	  found	  to	  have	  high	  turnover	  under	  normal	  conditions	  (p-­‐value	  =	  1.4	  x	  10-­‐84,	  Table	  S1).	  	  Even	  though	  NRTS	  are	  not	  enriched	  for	  consensus	  Rap1	  binding	  sites,	  they	  are	  enriched	  for	  suboptimal	  Rap1	  binding	  sites	  (Table	  S2A,	  B).	  	  The	  tandem	  Myb	  domains	  of	  Rap1	  each	  bind	  hemisites	  within	  consensus	  targets,	  and	  the	  peptide	  linking	  the	  Myb	  domains	  binds	  a	  three	  nucleotide	  spacer	  linking	  the	  hemisites	  (Konig	  et	  al.	  1996).	  Rap1	  can	  also	  bind	  with	  significant	  affinity	  (reduced	  five	  to	  ten-­‐fold	  from	  its	  optimal	  10-­‐11	  M	  Kd)	  to	  a	  single	  hemisite	  paired	  with	  a	  linker	  sequence	  (cf.	  Table	  S2A;	  Del	  Vescovo	  et	  al.	  2004).	  	  Such	  hemisite-­‐linker	  sites	  were	  enriched	  within	  NRTS;	  p	  =	  2.7	  x	  10-­‐4	  for	  the	  presence	  of	  at	  least	  one	  such	  site	  (Table	  S2).	  	  Furthermore,	  in	  vitro	  Rap1	  binding	  data	  (Mukherjee	  et	  al.	  2004)	  indicate	  that	  Rap1	  binds	  NRTS	  promoters	  with	  an	  affinity	  lower	  than	  for	  natural	  Rap1	  targets	  but	  substantially	  higher	  than	  non-­‐Rap1	  targets	  (Fig.	  2E).	  Thus	  DNA	  binding	  by	  Rap1	  may	  contribute	  to	  NRTS	  occupancy.	  	  Overall	  it	  appears	  that	  the	  forces	  dictating	  Rap1	  occupancy	  at	  the	  NRTS	  vs.	  normal	  targets	  differ	  due	  to	  changes	  in	  Rap1,	  its	  cofactors,	  or	  the	  chromatin	  structure	  of	  the	  target	  sites	  themselves.	  	   	  
NRTS	  are	  preferentially	  upregulated	  by	  Rap1	  at	  senescence	  	   In	  wild	  type	  cells,	  Rap1	  activates	  transcription	  at	  most	  of	  its	  target	  genes,	  but	  also	  contributes	  to	  transcriptional	  silencing	  at	  subtelomeres	  and	  the	  silent	  mating	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loci.	  	  To	  address	  whether	  Rap1	  affects	  gene	  expression	  of	  the	  NRTS,	  we	  first	  examined	  microarray-­‐based	  mRNA	  expression	  analyses	  for	  senescent	  tlc1Δ	  mutants	  (Nautiyal	  et	  al.	  2002)	  .	  Remarkably,	  the	  NRTS	  preferentially	  overlap	  the	  set	  of	  genes	  that	  are	  upregulated	  at	  senescence	  (p	  =	  1.9x10-­‐5;	  Fig	  3A).	  Furthermore,	  Rap1	  specifically	  targets	  some	  of	  the	  most	  highly	  upregulated	  genes	  at	  senescence,	  e.g.	  
HSP26,	  NCA3,	  and	  GAC1,	  Fig.	  2B,	  S4A).	  	  In	  contrast,	  there	  is	  no	  enrichment	  for	  NRTS	  within	  the	  set	  of	  genes	  downregulated	  at	  senescence	  (p	  =	  1).	  	  We	  note	  also	  that	  the	  majority	  of	  NRTS	  are	  not	  regulated	  significantly	  at	  senescence,	  and	  so	  Rap1	  binding	  is	  apparently	  not	  sufficient	  to	  confer	  regulation	  in	  all	  cases.	  	  In	  other	  words,	  although	  some	  NRTS	  are	  upregulated,	  others	  are	  downregulated,	  and	  most	  are	  not	  regulated	  at	  senescence,	  overall	  the	  set	  of	  NRTS	  genes	  shows	  a	  statistical	  tendency	  to	  be	  upregulated.	  	  To	  test	  whether	  Rap1	  activates	  expression	  of	  the	  NRTS	  that	  are	  upregulated	  at	  senescence,	  we	  elevated	  Rap1	  levels	  in	  wild	  type	  cells	  two-­‐fold	  by	  introducing	  a	  single	  copy	  plasmid	  with	  RAP1	  expression	  driven	  by	  the	  NOP1	  promoter	  (NOP1p-­
RAP1;	  Figs.	  3B	  and	  S5)	  and	  then	  measured	  changes	  in	  Rap1	  occupancy	  and	  gene	  expression	  at	  NRTS.	  	  Although	  high	  levels	  of	  Rap1	  are	  toxic	  (Freeman	  et	  al.	  1995),	  the	  two-­‐fold	  increase	  in	  Rap1	  inhibited	  cell	  growth	  only	  slightly	  (Fig.	  S5C).	  	  In	  comparison	  to	  the	  non-­‐targeted	  ACT1	  locus,	  Rap1	  overexpression	  caused	  significant	  elevations	  in	  Rap1	  binding	  at	  the	  upstream	  promoter	  regions	  of	  senescence-­‐upregulated	  NRTS	  (Fig.	  3C,	  vs.	  ACT1)	  and	  in	  the	  levels	  of	  mRNA	  from	  these	  genes	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(Fig	  3D)	  in	  all	  cases	  tested.	  	  Control	  experiments	  confirmed	  that	  Rap1	  does	  not	  regulate	  the	  ACT1	  locus	  (Fig	  S5D,	  E).	  	  Therefore,	  increasing	  the	  level	  of	  Rap1	  is	  sufficient	  to	  mimic	  the	  effects	  of	  senescence	  on	  upregulated	  NRTS.	  	  We	  confirmed	  the	  importance	  of	  Rap1	  in	  the	  upregulation	  of	  these	  NRTS	  by	  decreasing	  the	  levels	  of	  Rap1	  at	  senescence.	  	  Because	  RAP1	  is	  essential,	  we	  could	  not	  test	  the	  effects	  of	  deleting	  RAP1	  entirely,	  but	  we	  were	  able	  to	  decrease	  Rap1	  levels	  ~40%	  using	  the	  hypomorphic	  rap1	  DAmP	  (Decreased	  Abundance	  by	  mRNA	  Perturbation)	  allele	  (Breslow	  et	  al.	  2008)	  (Figs.	  3E	  and	  S5E).	  	  rap1	  DAmP	  	  blunted	  the	  upregulation	  in	  NRTS	  mRNA	  levels	  at	  senescence,	  and	  in	  contrast	  did	  not	  affect	  mRNA	  levels	  from	  the	  non-­‐targeted	  ACT1	  and	  SPC42	  control	  loci	  (Fig.	  3F);	  and	  control	  ChIP	  experiments	  confirmed	  that	  the	  allele	  also	  reduced	  Rap1	  levels	  at	  these	  NRTS	  at	  senescence	  (Fig.	  3G,	  vs.	  ACT1).	  	  Therefore	  for	  NRTS	  that	  are	  activated	  at	  senescence,	  Rap1	  relocalization	  to	  these	  loci	  apparently	  contributes	  to	  their	  upregulation.	  Because	  senescence	  results	  in	  a	  G2/M	  cell	  cycle	  arrest,	  we	  wondered	  if	  altered	  expression	  of	  NRTS	  might	  be	  a	  secondary	  effect	  of	  the	  arrest.	  	  Comparison	  of	  the	  NRTS	  genes	  that	  are	  senescence-­‐regulated	  (Nautiyal	  et	  al.	  2002)	  to	  those	  that	  are	  mitotic	  arrest-­‐regulated	  	  (Spellman	  et	  al.	  1998)	  revealed	  a	  non-­‐significant	  overlap	  between	  upregulated	  datasets	  (p	  =	  1,	  Fig.	  S6A)	  and	  downregulated	  datasets	  (p	  =	  0.65,	  Fig.	  S6B).	  	  And	  qPCR	  analyses	  showed	  that	  expression	  of	  senescence-­‐upregulated	  NRTS	  genes	  either	  did	  not	  change	  or	  was	  diminished	  with	  nocodazole-­‐
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mediated	  arrest	  (Fig	  S6C).	  	  These	  findings	  suggest	  that	  the	  Rap1-­‐dependent	  regulation	  of	  NRTS	  is	  largely	  independent	  of	  G2/M	  arrest	  per	  se.	  
	  
Rap1	  targets	  and	  represses	  the	  core	  histone	  genes	  at	  senescence	  	   Gene	  ontology	  (GO)	  analysis	  of	  the	  NRTS	  revealed	  enrichment	  for	  genes	  involved	  in	  metabolism,	  stress	  responses,	  and	  aspects	  of	  DDRs	  (Table	  S3).	  	  These	  broadly	  reflect	  the	  functional	  categories	  of	  genes	  with	  altered	  expression	  noted	  previously	  for	  senescent	  tlc1Δ	  mutants	  (Nautiyal	  et	  al.	  2002),	  indicating	  that	  Rap1	  does	  not	  target	  a	  narrow	  functional	  subset	  of	  senescence-­‐regulated	  genes.	  	  However,	  we	  were	  surprised	  to	  find	  that	  the	  second	  most	  significant	  GO	  category	  for	  the	  NRTS	  was	  the	  nuclear	  nucleosome	  (p	  =	  2.2	  x	  10-­‐4),	  including	  all	  of	  the	  genes	  encoding	  the	  core	  histone	  proteins	  H2A,	  H2B,	  H3	  and	  H4.	  	  Indeed,	  direct	  inspection	  of	  ChIP-­‐chip	  data	  for	  the	  loci	  encoding	  these	  proteins,	  HTA1-­HTB1,	  HTA2-­HTB2,	  HHT1-­HHF1,	  and	  
HHT2-­HHF2,	  revealed	  significant	  Rap1	  binding	  in	  senescent	  cells	  (Fig.	  4A).	  	  HTZ1	  (encoding	  the	  only	  S.	  cerevisiae	  H2A	  variant	  histone)	  was	  also	  strongly	  targeted	  by	  Rap1	  at	  senescence,	  whereas	  HHO1	  (encoding	  the	  H1-­‐like	  protein)	  was	  weakly	  targeted,	  and	  CSE4	  (encoding	  the	  centromere-­‐specific	  H3	  variant	  histone)	  was	  not	  (Fig.	  S7A).	  	  These	  findings	  were	  confirmed	  using	  Rap1	  ChIP-­‐qPCR	  (Figs	  S7B).	  	  Diminished	  expression	  of	  the	  core	  histone	  loci	  at	  senescence	  was	  noted	  previously	  (Nautiyal	  et	  al.	  2002),	  but	  these	  loci	  have	  never	  been	  identified	  as	  Rap1	  targets.	  	  In	  keeping	  with	  these	  observations,	  we	  found	  that	  the	  levels	  of	  histone	  proteins	  H2A,	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H2B,	  H3,	  and	  H4	  were	  significantly	  reduced	  at	  senescence	  (Figs	  4B	  and	  S7C-­‐D).	  	  The	  decline	  in	  histone	  levels	  was	  not	  a	  simple	  consequence	  of	  G2/M	  arrest,	  because	  except	  for	  small	  reductions	  in	  H3	  and	  H4,	  histone	  levels	  remained	  largely	  steady	  following	  treatment	  of	  wild	  type	  cells	  with	  nocodazole	  (Fig.	  S7E).	  	   Even	  though	  NRTS	  are	  not	  enriched	  overall	  for	  genes	  that	  are	  downregulated	  at	  senescence,	  it	  was	  still	  possible	  that	  Rap1	  contributes	  to	  the	  senescence-­‐related	  downregulation	  of	  histone	  genes.	  	  We	  found	  that	  Rap1	  overexpressed	  by	  two-­‐fold	  (via	  plasmid-­‐based	  NOP1p-­RAP1)	  in	  wild	  type	  cells	  led	  to	  elevated	  Rap1	  binding	  at	  all	  histone	  promoters	  (Fig.	  4C),	  along	  with	  repression	  of	  histone	  gene	  expression	  and	  protein	  levels	  in	  cells	  that	  had	  been	  arrested	  with	  nocodazole	  (Fig.	  4D;	  Fig	  S7F).	  	  This	  Rap1-­‐dependent	  repression	  was	  not	  observed	  unless	  cells	  were	  arrested	  in	  this	  fashion	  (not	  shown),	  consistent	  with	  the	  requirement	  for	  normal	  histone	  levels	  to	  support	  cell	  cycle	  progression	  and	  with	  the	  natural	  arrest	  of	  senescent	  cells	  in	  G2/M.	  	  Moreover,	  reduction	  in	  Rap1	  levels	  at	  senescence,	  via	  rap1	  DAmP,	  reduced	  Rap1	  occupancy	  at	  the	  histone	  loci	  (Fig.	  4E)	  and	  blunted	  histone	  gene	  down	  regulation	  (Fig	  4F).	  	  Therefore,	  Rap1	  binds	  and	  inhibits	  the	  expression	  of	  the	  core	  histone	  genes	  at	  senescence.	  	   Rap1	  requires	  the	  Sir2/3/4	  protein	  complex	  to	  silence	  telomeres	  and	  the	  silent	  mating	  loci	  (Strahl-­‐Bolsinger	  et	  al.	  1997),	  and	  furthermore,	  the	  Sir	  complex	  has	  been	  found	  to	  relocalize	  from	  telomeres	  to	  genomic	  loci	  under	  various	  stresses	  (Martin	  et	  al.	  1999).	  	  We	  therefore	  asked	  whether	  repression	  of	  the	  histone	  loci	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might	  depend	  on	  the	  Sir	  complex.	  	  However,	  repression	  proved	  to	  be	  Sir-­‐independent,	  as	  deletion	  of	  SIR2,	  SIR3	  or	  SIR4	  did	  not	  affect	  downregulation	  of	  the	  core	  histone	  loci	  in	  senescent	  cells	  (Fig.	  S8).	  	  
Histone	  losses	  contribute	  to	  altered	  gene	  expression	  at	  senescence,	  and	  
connect	  to	  reciprocal	  occupancy	  of	  Rap1	  and	  histones	  at	  NRTS	  	   Because	  histone	  RNA	  and	  protein	  levels	  are	  dramatically	  downregulated	  at	  senescence,	  we	  wondered	  if	  these	  processes	  might	  contribute	  to	  selective	  gene	  expression	  changes	  at	  senescence.	  To	  address	  this	  question,	  we	  first	  compared	  genes	  that	  change	  in	  expression	  following	  acute	  histone	  H4	  depletion	  (Wyrick	  et	  al.	  1999)	  to	  1)	  genes	  that	  are	  differentially	  expressed	  at	  senescence	  (Nautiyal	  et	  al.	  2002)	  and	  2)	  genes	  that	  are	  differentially	  expressed	  at	  senescence	  and	  are	  also	  NRTS.	  	  These	  comparisons	  revealed	  a	  significant	  overlap	  in	  all	  cases	  (upregulated	  with	  H4	  depletion	  and	  senescence:	  p	  =	  4.5	  x	  10-­‐18,	  downregulated	  with	  H4	  depletion	  and	  senescence:	  p=	  1.7	  x	  10-­‐49,	  and	  the	  same	  up	  and	  downregulated	  datasets	  restricted	  to	  NRTS:	  p	  =	  3.1	  x	  10-­‐4	  and	  p	  =	  3.5	  x	  10-­‐7,	  respectively;	  Tables	  S4A-­‐B).	  	  The	  reduced	  significance	  of	  the	  NRTS	  subset	  is	  a	  consequence	  of	  the	  smaller	  number	  of	  loci	  involved.	  In	  fact,	  the	  fraction	  of	  genes	  up/downregulated	  at	  senescence	  that	  are	  also	  up/downregulated	  with	  H4	  depletion	  is	  greater	  when	  restricted	  to	  the	  NRTS	  (29%	  and	  42%,	  for	  up	  and	  downregulated	  loci,	  respectively)	  than	  for	  genes	  overall	  (20%	  and	  34%,	  for	  up	  and	  downregulated	  loci,	  respectively).	  	  In	  addition,	  we	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discovered	  that	  genes	  upregulated	  at	  senescence	  tend	  to	  display	  rapid	  histone	  turnover	  in	  wild	  type	  cells	  (Table	  S5),	  indicating	  that	  they	  naturally	  contain	  low	  stability	  nucleosomes;	  and	  as	  noted	  above	  (Table	  S1),	  such	  high	  turnover	  regions	  are	  preferentially	  targeted	  by	  Rap1	  at	  senescence.	  	  Finally,	  we	  found	  that	  overexpression	  of	  the	  four	  core	  histone	  proteins	  in	  senescent	  cells	  (via	  GAL1-­10	  driven	  expression	  of	  HTA1-­HTB1	  and	  HHT2-­HHF2:	  Feser	  et	  al.	  2010)	  blunts	  the	  activation	  of	  NRTS	  at	  senescence	  (Fig.	  4G).	  	  Therefore,	  histone	  loss	  appears	  to	  be	  an	  important	  contributor	  to	  changes	  in	  gene	  expression	  at	  senescence,	  particularly	  those	  governed	  by	  redistribution	  of	  Rap1	  to	  new	  target	  genes.	  
	   Rap1	  and	  nucleosome	  occupancy	  have	  been	  found	  to	  correlate	  inversely	  at	  many	  genomic	  loci,	  which	  might	  reflect	  an	  ability	  of	  Rap1	  to	  compete	  directly	  with	  nucleosomes	  for	  some	  DNA	  sites	  or	  might	  instead	  be	  an	  indirect	  consequence	  of	  nucleosome	  losses	  associated	  with	  transcriptional	  activation	  by	  Rap1	  at	  target	  genes	  (Ganapathi	  et	  al.	  2011;	  Yu	  and	  Morse	  1999;	  Koerber	  et	  al.	  2009;	  Lickwar	  et	  al.	  2012;	  Rhee	  and	  Pugh	  2011).	  	  ChIP-­‐qPCR	  analyses	  for	  Rap1	  and	  histone	  H3	  demonstrated	  reciprocal	  changes	  for	  the	  proteins	  at	  NRTS	  that	  are	  activated	  at	  senescence,	  in	  comparison	  to	  the	  ACT1	  locus,	  which	  is	  not	  targeted	  by	  RAP1	  (Fig	  5A).	  	  Thus	  histones	  are	  not	  lost	  uniformly	  from	  chromatin	  at	  senescence,	  and	  loss	  is	  more	  pronounced	  at	  activated	  NRTS.	  	  Rap1	  is	  required	  for	  these	  losses,	  because	  senescent	  cells	  containing	  the	  rap1-­DAmP	  allele	  accumulated	  reduced	  levels	  of	  Rap1	  at	  these	  loci,	  and	  the	  loss	  of	  histone	  H3	  from	  these	  loci	  was	  blunted	  or	  blocked	  completely	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(Fig.	  5B).	  	  	  In	  addition,	  and	  consistent	  with	  a	  reciprocal	  relationship	  between	  Rap1	  and	  nucleosome	  occupancy,	  overexpression	  of	  the	  four	  core	  histone	  proteins	  in	  senescent	  cells	  similarly	  inhibited	  accumulation	  of	  Rap1	  and	  the	  loss	  of	  histone	  H3	  at	  these	  activated	  NRTS	  (Fig.	  5C).	  	  To	  rule	  out	  the	  possibility	  that	  histone	  losses	  at	  these	  loci	  was	  an	  indirect	  consequence	  of	  decreased	  histone	  levels	  overall,	  we	  performed	  a	  timecourse	  of	  Rap1	  overexpression	  in	  wild	  type	  cells	  and	  demonstrated	  that	  histone	  H3	  is	  lost	  from	  activated	  NRTS	  with	  more	  rapid	  kinetics	  than	  any	  reduction	  in	  overall	  histone	  protein	  levels	  (Fig.	  S9).	  	   Because	  the	  core	  histone	  loci	  are	  a	  class	  of	  NRTS	  that	  are	  repressed	  by	  Rap1	  at	  senescence,	  we	  explored	  how	  senescence	  affects	  the	  relationships	  between	  Rap1	  and	  histones	  at	  the	  promoters	  of	  these	  loci.	  	  Although	  ChIP-­‐qPCR	  tests	  confirmed	  that	  Rap1	  accumulates	  at	  the	  upstream	  promoter	  regions	  of	  the	  histone	  genes	  at	  senescence,	  histone	  H3	  was	  actually	  retained	  (in	  contrast	  to	  H3	  losses	  at	  the	  activated	  NRTS;	  Fig	  5D).	  	  Furthermore,	  although	  senescent	  rap1-­DAmP	  cells	  accumulated	  reduced	  levels	  of	  Rap1	  at	  the	  histone	  loci,	  H3	  actually	  became	  slightly	  enriched	  in	  comparison	  to	  senescent	  cells	  with	  normal	  levels	  of	  Rap1	  (Fig.	  5E),	  even	  though	  histone	  gene	  repression	  at	  senescence	  is	  alleviated,	  i.e.	  derepressed,	  by	  rap1-­
DAmP	  (cf.	  Fig.	  4F)).	  	  Therefore	  Rap1-­‐dependent	  repression	  of	  the	  histone	  loci	  at	  senescence	  is	  associated	  with	  retention	  of	  histones	  in	  histone	  gene	  promoter	  regions	  but	  also	  must	  involve	  additional	  Rap1-­‐dependent	  repressive	  mechanisms.	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Rap1	  drives	  the	  rate	  of	  senescence	  	   Although	  Rap1	  targets	  new	  loci	  and	  drives	  gene	  expression	  changes	  in	  senescent	  cells,	  it	  did	  not	  necessarily	  follow	  that	  such	  events	  would	  impact	  the	  rate	  of	  senescence.	  	  To	  test	  this	  possibility	  we	  compared	  senescence	  in	  cells	  with	  wild	  type	  to	  reduced	  levels	  of	  Rap1	  (i.e.	  tlc1Δ	  vs.	  rap1-­DAmP	  tlc1Δ).	  	  As	  in	  all	  our	  comparisons	  of	  senescence	  in	  cells	  of	  different	  genotype,	  we	  performed	  this	  experiment	  with	  the	  haploid	  progeny	  derived	  from	  a	  single	  TLC1/tlc1Δ	  diploid	  that	  was	  also	  heterozygous	  for	  the	  allele	  to	  be	  tested	  (i.e.	  RAP1/rap1-­DAmP	  in	  this	  case);	  thus	  the	  different	  haploids	  inherit	  telomeres	  of	  similar	  lengths,	  enabling	  fair	  comparisons	  between	  genotypes.	  	  Remarkably,	  the	  rap1-­DAmP	  tlc1Δ	  cells	  senesced	  significantly	  more	  slowly	  than	  the	  control	  tlc1Δ	  cells	  (Fig.	  6A;	  p	  =	  0.0012).	  	  This	  is	  not	  an	  effect	  of	  early	  activation	  of	  the	  homologous	  recombination	  (HR)-­‐dependent	  survivor	  pathway	  of	  telomere	  maintenance	  (Lundblad	  and	  Blackburn	  1993)	  because	  the	  rap1-­DAmP	  tlc1Δ	  mutants	  reached	  their	  growth	  nadir	  and	  formed	  survivors	  after	  more,	  rather	  than	  fewer,	  population	  doublings	  (approximately	  85	  vs.	  70	  PDs).	  	  The	  delayed	  senescence	  is	  a	  somewhat	  surprising	  result	  because	  Rap1	  naturally	  contributes	  to	  telomere	  capping	  (Negrini	  et	  al.	  2007;	  Vodenicharov	  et	  al.	  2010;	  Pardo	  and	  Marcand	  2005),	  and	  thus	  a	  reduction	  in	  Rap1	  levels	  might	  be	  expected	  to	  exacerbate	  telomere	  dysfunction.	  	  We	  infer	  that	  the	  Rap1	  proteins	  bound	  tightly	  to	  telomere	  repeat	  DNA	  (Kd	  ~	  10-­‐11	  M:	  Vignais	  et	  al.	  1990)	  are	  unaffected	  by	  the	  small	  reduction	  in	  Rap1	  levels,	  whereas	  it	  is	  clear	  that	  Rap1	  binding	  at	  NRTS	  loci,	  which	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lack	  canonical	  Rap1	  binding	  sites,	  is	  diminished	  (Fig.	  3G).	  	  This	  inference	  is	  supported	  by	  our	  finding	  that	  there	  are	  normal	  levels	  of	  Rap1	  at	  telomere	  repeats	  in	  the	  DAmP	  strain,	  as	  indicated	  by	  ChIP	  (Figs.	  S5F,	  G),	  and	  by	  the	  capacity	  of	  the	  DAmP	  allele	  to	  maintain	  normal	  telomere	  length	  and	  to	  prevent	  end-­‐fusions	  (Lescasse	  et	  al.	  2013;	  Ungar	  et	  al.	  2009).	  	  Overall,	  our	  findings	  indicate	  that	  Rap1	  drives	  not	  only	  the	  gene	  expression	  phenotype	  but	  also	  the	  pace	  of	  senescence.	  
	  
Histone	  overexpression	  delays	  senescence	  	   We	  wondered	  if	  the	  antagonistic	  relationships	  between	  Rap1	  and	  histones	  also	  apply	  to	  the	  rate	  of	  senescence.	  	  We	  compared	  cells	  with	  normal	  histone	  loci	  to	  those	  also	  overexpressing	  the	  four	  core	  histones	  (using	  histone	  genes	  under	  GAL1-­
10	  control	  as	  above),	  and	  found	  that	  histone	  overexpression	  delays	  senescence	  (Fig	  6B).	  	  	  Therefore,	  the	  pace	  of	  senescence	  is	  apparently	  propelled	  by	  the	  histone	  losses	  that	  accompany	  it,	  and	  the	  pro-­‐senescence	  role	  of	  Rap1	  may	  be	  explained	  by	  its	  capacity	  to	  inhibit	  histone	  expression	  and	  function.	  	  
Rap1	  relocalization	  and	  function	  at	  senescence	  depends	  on	  MEC1	  	   The	  loss	  of	  Rap1	  binding	  sites	  caused	  by	  telomere	  shortening	  might	  contribute	  to	  its	  relocalization	  in	  senescent	  cells.	  	  However,	  critically	  shortened	  telomeres	  in	  senescent	  cells	  activate	  a	  DDR,	  and	  Rap1	  has	  previously	  been	  found	  to	  localize	  to	  the	  RNR3	  locus	  in	  cells	  exposed	  MMS	  in	  a	  fashion	  that	  depends	  on	  the	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DDR	  checkpoint	  kinases	  Mec1	  and	  Dun1	  (Tomar	  et	  al.	  2008),	  raising	  the	  possibility	  that	  the	  DDR	  contributes	  to	  Rap1	  relocalization	  at	  senescence.	  	  We	  therefore	  investigated	  what	  DDR	  factors	  are	  involved	  in	  Rap1	  functions	  at	  senescence,	  including	  the	  PI3-­‐type	  kinases	  Mec1	  and	  Tel1,	  and	  the	  Dun1	  kinase.	  	  Dun1	  acts	  downstream	  of	  the	  Rad53	  kinase,	  which	  itself	  is	  partially	  responsible	  for	  mediating	  signaling	  from	  Mec1	  and	  Tel1	  (Putnam	  et	  al.	  2009).	  	  Tel1	  localizes	  to	  short	  telomeres	  (Sabourin	  et	  al.	  2007),	  	  and	  can	  contribute	  to	  the	  pace	  of	  senescence	  (Abdallah	  et	  al.	  2009;	  Ritchie	  et	  al.	  1999),	  but	  the	  G2/M	  	  arrest	  at	  senescence	  depends	  on	  Mec1	  and	  is	  independent	  of	  Tel1	  and	  Rad53	  (Enomoto	  et	  al.	  2002;	  IJpma	  and	  Greider	  2003).	  	  Therefore,	  one	  or	  more	  of	  these	  DDR	  factors	  might	  affect	  the	  action	  of	  Rap1	  at	  senescence.	  	   We	  examined	  the	  expression	  of	  upregulated	  NRTS	  at	  senescence	  by	  qPCR,	  and	  found	  that	  for	  all	  eight	  loci	  examined,	  deletion	  of	  MEC1	  substantially	  blunted	  their	  upregulation,	  but	  deletion	  of	  TEL1	  or	  DUN1	  had	  no	  effect	  (Figs.	  7A	  and	  S10).	  In	  addition,	  MEC1	  deletion	  partially	  or	  completely	  rescued	  histone	  downregulation	  at	  senescence	  (Fig.	  7A).	  	  In	  keeping	  with	  these	  results,	  Rap1	  ChIP-­‐qPCR	  demonstrated	  that	  MEC1	  is	  required	  at	  senescence	  for	  full	  loss	  of	  Rap1	  at	  subtelomeres	  (Fig.	  7B)	  and	  for	  enrichment	  at	  NRTS	  (Fig.	  7C).	  Our	  findings	  indicate	  that	  Mec1	  is	  necessary	  to	  remove	  Rap1	  from	  subtelomeres	  and	  deposit	  it	  at	  its	  novel	  target	  sites	  at	  senescence.	  The	  dependence	  on	  Mec1,	  but	  not	  Tel1	  and	  Dun1,	  correlates	  with	  the	  requirements	  for	  G2/M	  arrest	  at	  senescence.	  	  In	  addition,	  TCA-­‐extracted	  Rap1	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displayed	  reduced-­‐mobility	  forms	  at	  senescence,	  which	  are	  also	  dependent	  on	  MEC1	  (Fig.	  7D).	  	  Therefore,	  although	  additional	  studies	  will	  be	  required	  to	  understand	  the	  nature	  and	  functional	  significance	  of	  these	  apparent	  Rap1	  modifications,	  these	  findings	  raise	  the	  possibility	  that	  post-­‐translational	  modification	  of	  Rap1	  is	  involved	  in	  its	  relocalization.	  	  
DISCUSSION	  	   Our	  experimental	  findings	  show	  that	  Rap1	  targets	  the	  upstream	  promoter	  regions	  of	  hundreds	  of	  novel	  targets	  at	  senescence	  (the	  NRTS),	  and	  that	  it	  plays	  important	  roles	  in	  the	  regulation	  of	  these	  targets.	  	  NRTS	  tend	  to	  be	  upregulated	  at	  senescence	  overall,	  but	  some	  NRTS	  are	  downregulated,	  most	  notably	  the	  genes	  encoding	  the	  core	  histone	  proteins.	  	  This	  was	  a	  surprising	  finding	  because,	  although	  Rap1	  normally	  targets	  at	  least	  five	  percent	  of	  all	  genes,	  it	  has	  never	  before	  been	  observed	  at	  the	  histone	  genes.	  	  Consistent	  with	  the	  downregulation	  of	  histone	  transcripts	  in	  senescent	  yeast	  (Nautiyal	  et	  al.	  2002),	  we	  show	  for	  the	  first	  time	  that	  histone	  protein	  levels	  also	  decline	  significantly.	  	  Histone	  losses	  appear	  to	  be	  critical	  mediators	  of	  senescence,	  because	  the	  gene	  expression	  changes	  in	  senescent	  cells	  are	  remarkably	  similar	  to	  those	  following	  acute	  depletion	  of	  histone	  H4,	  and	  because	  senescence	  can	  be	  delayed	  by	  overexpression	  of	  the	  core	  histone	  genes.	  Histone	  losses	  have	  also	  been	  observed	  recently	  in	  other	  aging-­‐related	  settings,	  including	  replicatively	  aged	  yeast	  mother	  cells	  and	  senescent	  cultured	  human	  fibroblasts,	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suggesting	  histone	  losses	  may	  be	  a	  conserved	  feature	  of	  aging	  and	  senescence	  (Feser	  et	  al.	  2010;	  O'Sullivan	  et	  al.	  2010).	  	  Importantly,	  the	  mechanisms	  underlying	  histone	  losses	  in	  these	  other	  settings	  are	  not	  known,	  and	  therefore	  our	  demonstration	  that	  Rap1	  plays	  a	  role	  in	  transducing	  the	  DDR	  signals	  at	  critically	  shortened	  telomeres	  into	  histone	  losses	  reveals	  the	  most	  detailed	  mechanism	  known	  to	  date.	  
	  
	   Rap1	  leads	  to	  histone	  losses	  in	  two	  ways.	  	  First,	  it	  represses	  histone	  gene	  expression	  by	  targeting	  the	  upstream	  promoter	  regions	  of	  the	  histone	  loci,	  thus	  contributing	  to	  global	  downregulation	  of	  histones.	  	  Second,	  it	  contributes	  to	  site-­‐specific	  losses	  in	  nucleosome	  occupancy	  at	  the	  promoters	  of	  NRTS	  that	  are	  upregulated	  at	  senescence	  (as	  reflected	  by	  ChIPed	  histone	  H3	  levels).	  	  It	  will	  be	  important	  in	  future	  studies	  to	  explore	  the	  detailed	  mechanisms	  underlying	  these	  two	  effects	  of	  Rap1,	  but	  there	  are	  already	  clues	  to	  possible	  mechanisms.	  	  	  	   In	  the	  case	  of	  histone	  gene	  downregulation,	  it	  is	  clear	  that	  Rap1	  does	  not	  repress	  expression	  via	  recruitment	  of	  the	  Sir2/3/4	  protein	  complex,	  nor	  is	  repression	  explained	  by	  increased	  nucleosome	  occupancy	  at	  the	  histone	  gene	  promoters.	  	  The	  regulation	  of	  histone	  gene	  expression	  in	  normal	  cells	  is	  under	  tight	  control,	  and	  involves	  a	  large	  number	  of	  regulators,	  both	  positive	  (Spt10,	  Swi4,	  Mbp1,	  Rtt109	  and	  the	  SWI/SNF	  complex)	  and	  negative	  (the	  HIR	  and	  RSC	  complexes,	  Asf1	  and	  Rtt106)	  (Eriksson	  et	  al.	  2012).	  	  Rap1	  may	  either	  inhibit	  or	  facilitate	  the	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action	  of	  one	  or	  more	  of	  these	  regulators,	  for	  example	  by	  competing	  with	  the	  binding	  of	  a	  positive	  regulator.	  	   In	  the	  case	  of	  site-­‐specific	  histone	  losses	  at	  upregulated	  NRTS,	  nucleosome	  losses	  may	  simply	  be	  an	  indirect	  consequence	  of	  the	  elevated	  expression	  of	  these	  genes.	  	  However,	  we	  favor	  a	  more	  direct	  role	  for	  Rap1	  in	  competing	  with	  nucleosomes	  for	  site	  occupancy,	  based	  on	  several	  longstanding	  and	  recent	  findings	  in	  wild	  type	  cells.	  	  For	  example,	  Rap1	  can	  interfere	  with	  nucleosome	  positioning	  and	  can	  facilitate	  gene	  activation	  by	  the	  Gcn4	  transcription	  factor,	  which	  by	  itself	  cannot	  function	  efficiently	  at	  binding	  site	  ensconced	  within	  a	  nucleosome	  (Yu	  and	  Morse	  1999),	  and	  experimental	  depletion	  of	  Rap1	  leads	  to	  rapid	  elevations	  in	  nucleosome	  occupancy	  selectively	  at	  sites	  to	  which	  it	  was	  previously	  bound	  (Ganapathi	  et	  al.	  2011).	  	  Furthermore,	  Rap1	  binding	  sites	  are	  enriched	  at	  the	  entry/exit	  points	  for	  the	  DNA	  wrapped	  around	  of	  the	  majority	  of	  nucleosomes	  to	  which	  it	  binds,	  where	  it	  may	  gain	  access	  to	  relatively	  free	  DNA,	  thus	  weakening	  histone-­‐DNA	  interactions;	  and	  indeed	  these	  nucleosomes	  display	  particularly	  low	  occupancy	  and	  high	  turnover	  rates	  (Koerber	  et	  al.	  2009;	  Rhee	  and	  Pugh	  2011;	  Dion	  et	  al.	  2007).	  	  Finally,	  sites	  to	  which	  Rap1	  binds	  with	  the	  longest	  residence	  time	  (i.e.	  slowest	  off-­‐rate)	  are	  those	  with	  the	  least	  nucleosome	  occupancy	  (Lickwar	  et	  al.	  2012).	  	  Regardless	  of	  whether	  the	  competition	  between	  Rap1	  and	  nucleosomes	  at	  upregulated	  NRTS	  is	  direct	  or	  indirect,	  it	  clearly	  plays	  important	  roles	  in	  the	  regulation	  of	  gene	  expression	  in	  senescent	  cells.	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   Mammalian	  Rap1	  might	  also	  have	  similar	  effects	  on	  chromatin,	  nucleosome	  occupancy,	  and	  gene	  expression.	  	  For	  example,	  overexpression	  of	  Trf2,	  which	  recruits	  hRap1	  to	  DNA,	  can	  reduce	  nucleosome	  density	  within	  telomere	  chromatin,	  which	  suggests	  that	  the	  hRap1:Trf2	  complex	  may	  modify	  chromatin	  (Galati	  et	  al.	  2012).	  	  Also,	  the	  recent	  demonstrations	  that	  mammalian	  Rap1	  localizes	  not	  only	  to	  telomeres	  but	  also	  can	  bind	  with	  some	  affinity	  to	  DNA	  itself,	  contribute	  to	  the	  transcriptional	  regulation	  of	  sites	  throughout	  the	  genome,	  and	  bind	  several	  histone	  proteins	  raise	  the	  possibility	  that	  mammalian	  Rap1	  may	  contribute	  to	  changes	  in	  chromatin	  and	  gene	  expression	  in	  senescent	  cells	  (Martinez	  et	  al.	  2010;	  Yang	  et	  al.	  2011;	  Arat	  and	  Griffith	  2012;	  Lee	  et	  al.	  2011).	  	   Our	  findings	  provide	  insight	  into	  how	  Rap1	  selectively	  targets	  NRTS.	  	  Many	  sites	  containing	  sequences	  to	  which	  Rap1	  binds	  with	  optimal	  affinity	  in	  vitro	  are	  not	  occupied	  by	  Rap1	  in	  wild	  type	  cells,	  indicating	  the	  chromatin	  context	  contributes	  to	  Rap1	  occupancy	  (Lieb	  et	  al.	  2001).	  	  The	  promoters	  of	  NRTS	  are	  not	  enriched	  for	  optimal	  Rap1	  binding	  sites,	  but	  rather	  tend	  to	  contain	  hemisite	  plus	  linker	  sequences	  to	  which	  Rap1	  binds	  selectively	  but	  with	  reduced	  affinity	  in	  vitro	  (Del	  Vescovo	  et	  al.	  2004).	  	  In	  addition,	  the	  most	  highly	  enriched	  motif	  present	  within	  NRTS	  promoters	  is	  TTTTTTGCGC,	  which	  is	  similar	  to	  the	  so-­‐called	  G/C-­‐capped	  poly(dA:dT)	  tracts	  that	  normally	  associate	  with	  the	  centers	  of	  nucleosome-­‐free	  regions	  in	  yeast	  promoters	  (Wu	  and	  Li	  2010).	  	  Poly(dA:dT)	  tract	  length	  is	  inversely	  correlated	  with	  nucleosome	  stability	  (Segal	  and	  Widom	  2009),	  and	  so	  we	  propose	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that	  the	  short	  tracts	  found	  within	  NRTS	  are	  not	  sufficient	  to	  exclude	  nucleosomes	  substantially	  in	  wild	  type	  cells,	  but	  as	  histone	  levels	  decline	  at	  senescence	  the	  local	  effects	  of	  these	  tracts	  are	  uncovered	  by	  a	  global	  shift	  in	  equilibrium	  toward	  nucleosome	  loss.	  	  Thus,	  nucleosome	  destabilization	  together	  with	  increased	  Rap1	  availability	  and	  binding	  to	  nearby	  hemisites	  would	  conspire	  to	  drive	  the	  observed	  nucleosome	  losses	  selectively	  at	  NRTS.	  
	   Senescence	  is	  accompanied	  by	  the	  association	  of	  Rap1	  with	  hundreds	  of	  new	  target	  loci,	  along	  with	  increased	  Rap1	  levels	  at	  most	  of	  the	  targets	  to	  which	  it	  normally	  localizes	  in	  wild	  type	  cells	  (see	  Supplemental	  Material,	  including	  Figure	  S11	  for	  additional	  analyses	  and	  discussion	  of	  the	  normal	  targets	  of	  Rap1).	  	  This	  raises	  the	  question:	  from	  where	  do	  these	  additional	  Rap1	  proteins	  arise?	  	  Elevated	  levels	  of	  Rap1	  are	  not	  the	  answer,	  because	  total	  cell	  levels	  of	  Rap1	  remain	  relatively	  constant.	  	  It	  seems	  reasonable	  that	  as	  the	  telomere	  repeat	  tracts	  shorten	  with	  senescence,	  telomere-­‐bound	  Rap1	  should	  be	  liberated.	  	  But	  telomeres	  contain	  approximately	  one	  Rap1	  protein	  per	  18	  bp	  of	  DNA	  (Gilson	  et	  al.	  1993),	  and	  if	  we	  assume	  that	  the	  32	  telomeres	  in	  a	  haploid	  cell	  each	  lose	  on	  average	  275	  bp	  of	  DNA	  by	  senescence,	  this	  would	  liberate	  only	  130	  Rap1	  proteins,	  which	  is	  not	  enough	  to	  account	  for	  approximately	  500	  NRTS	  along	  with	  increases	  at	  normal	  Rap1	  targets.	  	  Another	  potential	  reservoir	  of	  Rap1	  is	  provided	  by	  the	  subtelomeric	  regions,	  from	  which	  we	  found	  Rap1	  is	  lost	  at	  senescence;	  although	  normal	  subtelomeric	  levels	  of	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Rap1	  have	  not	  been	  carefully	  measured,	  there	  are	  indications	  that	  they	  may	  be	  substantial.	  	  For	  example,	  this	  is	  illustrated	  by	  the	  dramatic	  delocalization	  of	  Rap1	  from	  telomere-­‐associated	  foci	  visualized	  by	  fluorescence	  microscopy	  in	  sir	  mutants	  (Gotta	  et	  al.	  1996).	  	  Because	  Rap1	  associates	  indirectly	  with	  subtelomeres,	  via	  binding	  to	  nucleosome-­‐bound	  Sir3	  and	  Sir4	  (Moretti	  and	  Shore	  2001;	  Strahl-­‐Bolsinger	  et	  al.	  1997),	  and	  because	  the	  direct	  binding	  of	  Rap1	  to	  telomere	  repeat	  DNA,	  with	  Kd	  ~10-­‐11	  M,	  is	  presumably	  independent	  of	  Sir	  proteins,	  this	  dramatic	  loss	  suggests	  that	  a	  greater	  number	  of	  Rap1	  proteins	  are	  associated	  with	  subtelomeric	  than	  telomeric	  sequences.	  	  The	  Sir	  proteins	  are	  known	  to	  delocalize	  from	  subtelomeres	  at	  senescence,	  as	  demonstrated	  by	  fluorescence	  microscopy	  (Straatman	  and	  Louis	  2007)	  and	  as	  indicated	  by	  the	  increased	  acetylation	  of	  subtelomeric	  histone	  H4K16,	  which	  destabilizes	  Sir3	  binding	  to	  nucleosomes	  (Kozak	  et	  al.	  2010).	  	  Therefore,	  our	  finding	  that	  Rap1	  leaves	  subtelomeres	  at	  senescence	  is	  in	  keeping	  with	  previous	  observations.	  	  We	  note	  also	  that	  even	  though	  relocalization	  of	  the	  Sir	  silencing	  proteins	  from	  telomeres	  to	  other	  loci,	  either	  from	  engineered	  redistribution	  or	  following	  DNA	  damage,	  have	  been	  found	  to	  have	  important	  functional	  consequences	  (Marcand	  et	  al.	  1996;	  Martin	  et	  al.	  1999;	  Maillet	  et	  al.	  1996),	  we	  did	  not	  detect	  roles	  for	  the	  Sir	  proteins	  at	  downregulated	  targets	  of	  Rap1	  (Fig.	  S8	  and	  unpublished	  data).	  	  In	  addition	  to	  delocalization	  of	  Rap1	  from	  telomeres	  and	  subtelomeres	  at	  senescence,	  the	  increase	  in	  the	  number	  of	  Rap1-­‐targeted	  loci	  may	  also	  reflect	  a	  shift	  in	  the	  general	  equilibrium	  from	  nucleoplasmic	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to	  chromosome-­‐associated	  Rap1,	  perhaps	  aided	  by	  increased	  exposure	  of	  binding	  sites	  secondary	  to	  nucleosome	  losses.	  Consistent	  with	  the	  new	  localization	  of	  Rap1	  not	  being	  a	  simple	  mass	  action-­‐based	  consequence	  of	  its	  liberation	  from	  shortened	  telomere	  repeat	  DNA,	  the	  loss	  of	  Rap1	  from	  subtelomeres	  and	  its	  new	  localization	  at	  NRTS	  depends	  on	  the	  DDR	  kinase	  Mec1.	  	  However,	  many	  of	  these	  changes	  are	  unique	  to	  senescence	  and	  not	  just	  a	  generic	  stress	  or	  DDR	  (see	  Supplemental	  Material,	  including	  Figs.	  S12,	  S13	  and	  Table	  S6,	  for	  comparisons	  of	  roles	  for	  Rap1	  during	  senescence,	  DDR,	  and	  other	  stress	  responses).	  	  In	  addition,	  these	  events	  correlate	  with	  Mec1-­‐dependent	  post-­‐translational	  modification	  of	  Rap1,	  and	  the	  identity	  and	  potential	  functional	  role	  of	  such	  modification	  is	  currently	  under	  investigation.	  	  Furthermore,	  deletion	  of	  MEC1	  delays	  senescence	  (Abdallah	  et	  al.	  2009),	  consistent	  with	  the	  Mec1-­‐dependence	  of	  Rap1	  action	  at	  senescence.	  	  	   In	  the	  setting	  of	  critically	  shortened	  telomeres,	  what	  might	  be	  the	  purpose	  of	  a	  DDR-­‐regulated	  redistribution	  of	  Rap1	  leading	  to	  activation	  of	  stress	  response	  genes	  and	  downregulation	  of	  histone	  genes?	  	  Although	  telomerase	  naturally	  maintains	  steady-­‐state	  telomere	  length	  in	  yeast,	  telomere	  loss	  events	  can	  still	  occur,	  e.g.	  at	  broken	  replication	  forks,	  and	  this	  response	  might	  be	  of	  benefit	  in	  such	  cases.	  	  However,	  the	  response	  may	  be	  only	  one	  manifestation	  of	  a	  mechanism	  having	  broader	  importance	  for	  the	  repair	  of	  DNA	  breaks	  in	  other	  genomic	  regions.	  	  In	  cells	  lacking	  telomerase,	  critically	  shortened	  telomeres	  are	  similar	  to	  double	  stranded	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breaks	  that	  are	  slowly	  repaired	  or	  are	  irreparable,	  i.e.	  DSBs	  that	  do	  not	  have	  a	  readily	  available	  homologous	  target	  sequence	  (e.g.	  a	  sister	  chromatid),	  or	  no	  homologous	  target	  sequence,	  from	  which	  to	  template	  HR-­‐dependent	  repair.	  	  For	  example,	  both	  types	  of	  lesions	  can	  eventually	  translocate	  to	  the	  nuclear	  pore	  complex,	  where	  it	  is	  thought	  that	  checkpoint	  responses	  and	  alternative	  HR	  pathways	  are	  activated	  (Khadaroo	  et	  al.	  2009;	  Oza	  et	  al.	  2009;	  Nagai	  et	  al.	  2008).	  	  Slowly	  repaired	  breaks	  have	  also	  been	  found	  recently	  to	  activate	  chromatin	  mobility,	  not	  only	  of	  the	  break	  site	  itself	  but	  apparently	  also	  of	  other	  genomic	  regions,	  which	  is	  thought	  to	  enhance	  the	  search	  of	  the	  broken	  end	  for	  a	  homologous	  target	  (Dion	  et	  al.	  2012;	  Miné-­‐Hattab	  and	  Rothstein	  2012).	  	  The	  increased	  mobility	  requires	  both	  Mec1	  signaling	  and	  the	  action	  of	  the	  Ino80	  chromatin	  remodeling	  complex,	  which	  can	  evict	  nucleosomes	  and	  may	  thus	  facilitate	  chromatin	  mobility	  (Neumann	  et	  al.	  2012).	  	  	  Rap1-­‐dependent	  stimulation	  of	  nucleosome	  losses	  at	  particular	  genomic	  sites	  together	  with	  downregulation	  of	  global	  histone	  levels	  could	  contribute	  to	  this	  mechanism.	  	  This	  hypothesis	  is	  consistent	  with	  the	  similar	  patterns	  of	  NRTS	  gene	  expression	  in	  MMS-­‐treated	  and	  senescent	  cells,	  including	  downregulation	  of	  histone	  genes	  (Gasch	  et	  al.	  2001),	  and	  indicates	  that	  roles	  for	  Rap1	  in	  the	  repair	  of	  DNA	  breaks	  throughout	  the	  genome	  should	  be	  explored.	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Supplemental	  Material	  
	  
Materials	  and	  Methods	  
Yeast	  strains	  and	  plasmids	  	   All	  experiments	  were	  performed	  in	  the	  BY4741/2	  background	  (Brachmann	  et	  al.	  1998)	  and	  mutant	  alleles	  are	  deletions	  unless	  otherwise	  specified.	  See	  Supplemental	  Table	  7	  for	  strain	  details.	  Double	  and	  triple	  mutants	  were	  made	  by	  either	  deleting	  TLC1	  in	  a	  diploid	  heterozygous	  for	  the	  other	  mutation(s)	  or	  by	  mating	  haploids	  of	  interest	  with	  a	  tlc1	  mutant	  early	  after	  telomerase	  loss	  (<	  35	  PD)	  followed	  by	  serial	  streaking	  of	  colonies	  to	  equilibrate	  telomere	  length.	  All	  strains	  were	  genotyped	  using	  auxotrophy	  or	  drug	  resistance,	  along	  with	  PCR-­‐based	  verification.	  	  Cells	  were	  grown	  at	  30°C	  in	  YPAD	  or	  in	  SC-­‐based	  selective	  drop-­‐out	  media	  (Amberg	  et	  al.	  2005).	  	  	  
	   All	  plasmids	  were	  made	  using	  standard	  Gateway	  cloning	  methods	  (Alberti	  et	  al.	  2007).	  	  pAG413-­‐NOP1-­‐ccdB,	  pAG423-­‐NOP1-­‐ccdB,	  pAG413-­‐NOP1-­‐RAP1,	  and	  pAG423-­‐NOP1-­RAP1	  contain	  the	  sequences	  extending	  upstream	  from	  the	  NOP1	  ORF	  for	  400bp	  as	  previously	  described	  (Chavez	  et	  al.	  2011),	  and	  the	  last	  two	  plasmids	  contains	  the	  full	  RAP1	  ORF	  in	  place	  of	  ccdB.	  	  pAG426-­‐GAL1-­‐ccdB	  came	  from	  the	  Advanced	  Gateway	  Library	  (Alberti	  et	  al.	  2007)	  from	  which	  we	  made	  pAG426-­‐GAL1-­‐
RAP1.	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Senescence	  assays	  	   Senescence	  assays	  were	  performed	  in	  YPAD	  using	  fresh	  spore	  products	  from	  dissection	  plates,	  with	  growth	  in	  liquid	  starting	  approximately	  25	  PD	  after	  loss	  of	  telomerase.	  	  All	  comparisons	  between	  different	  genotypes	  were	  performed	  using	  spore	  products	  obtained	  from	  the	  same	  TLC1/tlc1Δ	  diploid	  possessing	  any	  other	  heterozygous	  genetic	  changes	  of	  interest	  (e.g.	  RAP1/rap1	  DAmP)	  to	  ensure	  that	  the	  haploid	  cells	  being	  compared	  had	  inherited	  telomeres	  of	  similar	  length	  and	  from	  the	  same	  epigenetic	  environment.	  	  Spore	  products	  (N=4	  per	  genotype	  unless	  otherwise	  specified)	  were	  passaged	  serially	  in	  fresh	  liquid	  media.	  	  106	  cells	  were	  inoculated	  into	  5	  mL	  of	  media,	  were	  grown	  for	  22	  hours,	  counted	  using	  a	  Coulter	  counter	  and	  then	  re-­‐inoculated	  at	  106	  cells/5	  ml	  media.	  Cell	  counts	  were	  used	  to	  determine	  elapsed	  PDs	  (PD	  =	  log2(final/starting	  concentration)).	  	  P-­‐values	  for	  differences	  between	  rates	  of	  senescence	  were	  calculated	  using	  the	  PD	  at	  the	  nadir	  of	  the	  curves	  for	  individual	  cultures	  and	  using	  a	  Student’s	  t-­‐test.	  	  Samples	  for	  mRNA	  expression	  and	  ChIP	  assays	  of	  senescent	  cells	  were	  obtained	  ~5	  PDs	  prior	  to	  the	  nadir	  to	  avoid	  contributions	  from	  survivors	  of	  senescence,	  and	  cells	  were	  harvested	  under	  optimal	  growth	  conditions	  (i.e.	  at	  <	  2	  x	  107	  cells/ml	  after	  12-­‐16	  hours	  of	  growth	  for	  senescent	  cultures	  after	  an	  initial	  inoculation	  at	  ≤	  2	  x	  106	  cells/ml	  in	  fresh	  medium,	  while	  carefully	  following	  their	  growth	  and	  doubling	  times).	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Chromatin	  immunoprecipitation	  and	  analysis	  	   ChIP	  was	  performed	  as	  previously	  described	  (Kozak	  et	  al.	  2010).	  	  Briefly,	  2x108	  cells	  were	  harvested	  during	  exponential	  growth,	  crosslinked	  with	  formaldehyde	  and	  sonicated	  to	  an	  average	  100-­‐200	  bp	  DNA	  fragment	  size.	  	  Chromatin	  (750	  µg	  total	  protein,	  measured	  using	  the	  BCA	  method)	  was	  immunoprecipitated	  using	  rabbit	  anti-­‐Rap1	  (Y-­‐300,	  Santa	  Cruz),	  rabbit	  anti-­‐total	  H3	  (ab1791,	  Abcam),	  or	  rabbit	  IgG	  (31207,	  Pierce).	  	  Purified	  DNA	  was	  quantified	  using	  qPCR	  and	  standard	  curves,	  and	  the	  enrichment	  for	  specific	  	  ChIP	  signals	  (Rap1	  or	  histone	  H3)	  at	  specific	  target	  loci	  were	  calculated	  by	  normalization	  to	  input	  (obtained	  from	  50	  µg	  total	  protein),	  rabbit	  IgG	  controls,	  and	  an	  unaffected	  reference	  locus	  (ACT1),	  as	  follows	  using	  Rap1	  ChIP	  as	  an	  example:	  	  Enrichment	  for	  Rap1	  at	  target	  locus	  =	  [(Rap1target	  –	  IgGtarget)/Inputtarget]	  /	  [(Rap1reference	  –	  IgGreference)/Inputreference].	  	  Overall	  ChIP	  patterns	  were	  similar	  when	  the	  IgG	  control	  and	  reference	  locus	  normalization	  were	  omitted	  from	  calculations.	  	  Primers	  are	  listed	  in	  Supplemental	  Table	  S8.	  	  ChIP	  telomere	  dot	  blots	  were	  based	  on	  previous	  methods	  (LeBel	  et	  al.	  2006).	  ChIP	  samples	  were	  denatured	  with	  1M	  NaOH	  to	  final	  concentration	  of	  0.4M	  for	  20’	  at	  65°C.	  	  Using	  the	  Minifold-­‐1	  Dot	  Blot	  System	  (Whatman,	  GE	  Healthcare)	  samples	  were	  blotted	  onto	  nylon	  membranes	  (Hybond-­‐XL,	  GE	  Healthcare)	  prewashed	  with	  300	  µl	  10X	  SCP	  (1M	  NaCl,	  0.3M	  Na2HPO4,	  0.02M	  EDTA,	  pH	  6.8).	  	  Following	  blotting	  membrane	  was	  washed	  3X	  with	  300	  µl	  10X	  SCP	  and	  crosslinked	  with	  UV	  StratalinkerTM	  2400	  (Stratagene,	  Agilent)	  set	  at	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600	  μJx100.	  	  Membrane	  was	  prehybridized	  for	  1hr	  at	  50°C	  with	  20ml	  of	  Church’s	  Buffer	  (1mM	  EDTA,	  0.5mM	  NaH2PO4,	  0.5mM	  Na2HPO4,	  7%	  SDS,	  1%	  BSA)	  and	  then	  hybridized	  overnight	  at	  37°C	  32P	  endlabled	  CA	  oligo	  =	  CCCACCACACACACCCACACCC	  in	  20mL	  of	  Church’s	  Buffer.	  	  Membrane	  was	  washed	  3X	  5’	  with	  2X	  SSC	  /	  1%	  SDS	  at	  RT	  and	  2X	  20’	  with	  0.5X	  SSC	  /	  0.2%	  SDS	  at	  50°C	  and	  then	  exposed	  overnight	  with	  a	  phosphorimager	  screen	  (Molecular	  Dynamics,	  GE	  Healthcare).	  For	  some	  analyses,	  immunoprecipitated	  and	  input	  DNA	  samples	  were	  quantified	  by	  hybridization	  to	  Affymetrix	  S.	  cerevisiae	  1.0R	  tiling	  arrays,	  as	  described	  (Dowell	  et	  al.	  2010).	  	  Hybridization	  data	  were	  analyzed	  using	  the	  MAT	  (Model-­‐based	  Analysis	  of	  Tiling-­‐array)	  algorithm	  (Johnson	  et	  al.	  2006)	  or	  area	  under	  the	  curve	  (AUC).	  Rap1	  peaks	  were	  defined	  as	  those	  with	  a	  MAT	  significance	  of	  p	  <	  10-­‐5.	  Yeast	  gene	  promoters	  were	  defined	  as	  the	  region	  from	  1kb	  upstream	  of	  transcription	  start	  to	  500	  bp	  downstream	  from	  transcription	  start.	  A	  promoter	  was	  considered	  to	  contain	  a	  Rap1	  binding	  site	  if	  at	  least	  50%	  of	  the	  peak	  interval	  fell	  within	  the	  promoter.	  To	  determine	  the	  AUC,	  ChIP	  array	  data	  was	  imported	  into	  Partek,	  GC-­‐RMA	  normalized,	  and	  quantile	  normalized,	  then	  the	  log2	  ratio	  of	  Rap1	  to	  IgG	  was	  taken	  for	  each	  probe.	  Probe	  scores	  were	  summed	  in	  25	  base-­‐pair	  bins	  by	  multiplying	  the	  score	  for	  each	  probe	  overlapping	  a	  bin	  by	  the	  proportion	  of	  the	  probe	  that	  overlapped.	  Binned	  data	  was	  used	  to	  make	  Rap1	  enrichment	  tracks	  for	  the	  UCSC	  Genome	  Browser.	  	  Raw	  data	  files	  and	  MAT	  processed	  data	  are	  available	  at	  http://tesla.pcbi.upenn.edu/~pry/johnsonlab/rap1_senescence.html	  .	  	  	  To	  generate	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topographical	  profiles	  of	  Rap1	  enrichment	  over	  shared	  Rap1	  targets	  and	  NRTS	  genes,	  each	  gene	  in	  a	  given	  set	  was	  partitioned	  into	  20	  equal-­‐sized	  parts	  and	  the	  average	  bin	  score	  for	  each	  part	  was	  computed.	  Vectors	  for	  each	  gene	  in	  a	  set	  were	  then	  averaged	  together	  to	  give	  Rap1	  set	  enrichment.	  The	  HOMER	  (Hypergeometric	  Optimization	  of	  Motif	  EnRichment)	  program	  was	  used	  to	  find	  de	  novo	  consensus	  sequences	  at	  Rap1	  targets,	  as	  previously	  described	  (Heinz	  et	  al.	  2010).	  	  
	  
Statistics	  p-­‐values	  for	  overlap	  between	  sets	  of	  genes	  and	  target	  sites,	  and	  for	  differences	  between	  measurements,	  were	  calculated	  using	  Fisher’s	  exact	  test	  and	  Student’s	  t-­‐test	  (2-­‐tailed),	  respectively.	  	  All	  error	  bars	  are	  standard	  errors	  of	  the	  mean	  (SEM).	  
	  
Cell	  extract	  preparation	  and	  immunoblotting	  	   Cells	  were	  counted	  using	  a	  Coulter	  counter,	  harvested	  during	  exponential	  growth	  by	  centrifugation	  and	  pellets	  containing	  ~	  1-­‐2x108	  cells	  were	  frozen	  in	  liquid	  N2	  and	  then	  stored	  at	  -­‐800	  C.	  	  For	  whole	  cell	  extracts,	  cell	  pellets	  were	  resuspended	  in	  800	  μl	  of	  FA	  lysis	  buffer	  (50	  mM	  HEPES-­‐KOH	  pH	  7.5,	  140	  mM	  NaCl,	  1	  mM	  EDTA,	  0.1%	  Triton	  X-­‐100,	  1	  mM	  PMSF,	  2	  μg/mL	  aprotinin,	  2	  μg/mL	  leupeptin,	  2	  μg/mL	  pepstatin	  A)	  and	  disrupted	  with	  ~500	  μl	  cold	  0.5	  mm	  zirconia/silica	  beads	  (BioSpec)	  using	  a	  mini–beadbeater	  (BioSpec)	  for	  6	  x	  60	  sec	  at	  4°C.	  	  Samples	  were	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centrifuged	  at	  10,000	  rpm	  for	  15	  min	  at	  4°C.	  	  Protein	  concentrations	  were	  measured	  using	  the	  BCA	  method.	  	  For	  trichloroacetic	  acid	  (TCA)	  extraction,	  20%	  TCA-­‐washed	  cell	  pellets	  were	  resuspended	  in	  200	  μl	  of	  20%	  TCA	  along	  with	  400	  μl	  acid-­‐washed	  glass	  beads	  (soda	  lime;	  BioSpec),	  disrupted	  with	  a	  mini–beadbeater	  for	  3	  x	  90	  sec	  at	  4°C,	  and	  extracts	  were	  centrifuged	  at	  14,000	  rpm	  for	  10	  min.	  	  Pellets	  were	  resuspended	  in	  100	  μl	  Laemmli	  buffer	  and	  ~50	  μl	  2	  M	  Tris	  base	  to	  neutralize	  pH.	  	  Samples	  were	  recentrifuged	  at	  14,000	  rpm	  for	  10	  min,	  boiled,	  and	  loaded	  by	  equal	  cell	  number.	  	  
	   Extracts	  were	  run	  on	  4–12%	  Bis-­‐Tris	  gels	  (NuPAGE,	  Invitrogen)	  and	  transferred	  to	  nitrocellulose	  membranes.	  	  Membranes	  were	  blotted	  with	  anti-­‐Rap1	  antibody	  (Y-­‐300,	  Santa	  Cruz),	  anti-­‐tubulin	  antibody	  (ab6160,	  Abcam),	  anti-­‐H2A	  antibody	  (39235,	  Active	  Motif),	  anti-­‐H2B	  antibody	  (39237,	  Active	  Motif),	  anti-­‐H3	  antibody	  (ab1791,	  Abcam),	  or	  anti-­‐H4	  antibody	  (#04-­‐858,	  Millipore).	  Membranes	  were	  blocked	  with	  TBS-­‐T	  (0.1%	  Tween-­‐20)	  with	  5%	  milk	  and	  all	  wash	  steps	  were	  performed	  with	  TBS–T.	  	  
	  
Yeast	  spot	  essays	  Spot	  assays	  were	  performed	  using	  cells	  from	  log	  phase	  liquid	  cultures	  grown	  at	  30°C	  .	  10-­‐fold	  serial	  dilutions	  of	  cells,	  beginning	  with	  4x105	  cells,	  were	  spotted	  on	  YPAD	  plates	  and	  imaged	  after	  1.5	  days	  of	  growth.	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Quantitation	  of	  mRNA	  expression	  	   Cells	  were	  harvested	  during	  exponential	  growth	  and	  frozen	  in	  liquid	  N2	  and	  stored	  at	  -­‐800	  C.	  	  RNA	  was	  extracted	  using	  the	  RNeasy	  Mini	  protocol	  (Qiagen),	  including	  the	  on	  column	  DNaseI	  digestion.	  	  0.5	  μg	  of	  RNA	  was	  reverse	  transcribed	  using	  the	  TaqMan	  Reverse	  Transcription	  Kit	  (ABI)	  at	  25°C	  for	  10’,	  42°C	  for	  30’,	  and	  48°C	  for	  20’.	  	  cDNA	  was	  analyzed	  using	  qPCR	  analysis	  on	  a	  Roche	  Applied	  Sciences	  Light	  Cycler	  480	  using	  SYBR	  Green	  Jumpstart	  Taq	  ReadyMix	  (Sigma)	  according	  to	  kit	  directions.	  	  Samples	  were	  run	  in	  triplicate	  in	  a	  384-­‐well	  format.	  	  A	  standard	  curve	  was	  run	  for	  each	  PCR	  reaction,	  using	  4–fold	  serial	  dilutions	  of	  pooled	  cDNA	  samples.	  In	  most	  cases,	  the	  following	  qPCR	  program	  was	  run:	  95°C	  10’,	  followed	  by	  50	  cycles	  of	  [95°C	  15”,	  60°C	  59”,	  60°C	  1”	  with	  signal	  acquisition],	  followed	  by	  signal	  acquisition	  during	  melting	  up	  to	  95°C	  to	  ensure	  single	  species	  amplification;	  for	  histone	  transcripts	  the	  following	  qPCR	  program	  was	  used:	  95°C	  10’,	  followed	  by	  50	  cycles	  of	  [95°C	  10”,	  57°C	  15”,	  72°C	  14”,	  72°C	  1”	  with	  signal	  acquisition],	  followed	  by	  signal	  acquisition	  during	  melting	  up	  to	  95°C	  to	  ensure	  single	  species	  amplification	  as	  described	  (Feser	  et	  al.	  2010).	  	  Primers	  are	  listed	  in	  Supplemental	  Table	  S8.	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Preliminary	  investigation	  of	  Rap1	  activities	  in	  senescent	  cells	  at	  genes	  
normally	  targeted	  in	  wild	  type	  cells	  	   Rap1	  normally	  binds	  to	  hundreds	  of	  target	  sites	  throughout	  the	  genome,	  usually	  at	  the	  upstream	  promoter	  regions	  of	  genes	  from	  which	  it	  typically	  contributes	  to	  gene	  activation.	  	  Indeed,	  aside	  from	  its	  repressive	  role	  at	  subtelomeres	  and	  the	  silent	  mating	  loci,	  Rap1	  binds	  strongly	  to	  the	  promoters	  of	  the	  majority	  of	  the	  most	  highly	  transcribed	  yeast	  genes	  (Lieb	  et	  al.	  2001),	  and	  these	  also	  tend	  to	  be	  sites	  with	  the	  lowest	  nucleosome	  occupancy	  in	  wild	  type	  cells	  (Lickwar	  et	  al.	  2012;	  Ganapathi	  et	  al.	  2011).	  	  Our	  ChIP-­‐chip	  analyses	  of	  Rap1	  binding	  in	  wild	  type	  compared	  to	  senescent	  tlc1Δ	  cells	  indicated	  an	  elevation	  in	  Rap1	  occupancy	  at	  senescence	  at	  most	  normal	  targets	  of	  Rap1	  (e.g.	  Fig.	  S11A).	  	  To	  address	  the	  potential	  role	  for	  Rap1	  in	  regulation	  of	  these	  genes	  at	  senescence,	  we	  tested	  the	  effect	  of	  two-­‐fold	  Rap1	  overexpression	  in	  wild	  type	  cells,	  and	  found	  that	  in	  comparison	  to	  ACT1,	  Rap1	  occupancy	  increased	  at	  promoters	  of	  these	  genes	  and	  resulted	  in	  downregulation	  of	  mRNA	  levels	  from	  these	  genes	  (Fig.	  S11B	  and	  C).	  These	  findings	  are	  consistent	  with	  a	  genome-­‐wide	  comparison	  of	  normal	  Rap1	  target	  genes	  and	  genes	  that	  are	  regulated	  at	  senescence;	  the	  set	  of	  genes	  upregulated	  at	  senescence	  do	  not	  overlap	  significantly	  with	  normal	  targets	  of	  Rap1,	  but	  genes	  downregulated	  at	  senescence	  do	  show	  significant	  overlap	  (p	  =	  0.99	  and	  1.02	  x	  10-­‐7,	  respectively).	  	  We	  emphasize	  that	  this	  result	  is	  different	  from	  the	  new	  Rap1	  target	  genes	  at	  senescence	  (i.e.	  the	  NRTS),	  which	  do	  show	  significant	  overlap	  with	  senescence	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upregulated	  genes.	  	  The	  senescence-­‐related	  downregulation	  of	  the	  tested	  normal	  Rap1	  target	  genes	  does	  not	  depend	  on	  the	  Sir2/3/4	  complex,	  and	  therefore	  involves	  a	  mechanism	  distinct	  from	  the	  normal	  Rap1	  and	  Sir	  complex-­‐dependent	  repression	  of	  subtelomeres	  and	  the	  silent	  mating	  loci	  (Fig.	  S11D).	  	  
	   We	  do	  not	  yet	  understand	  how	  Rap1	  contributes	  to	  downregulation	  of	  its	  normal	  target	  genes	  in	  senescent	  cells,	  and	  mechanisms	  different	  from	  those	  that	  contribute	  to	  NRTS	  regulation	  may	  be	  at	  play.	  	  One	  possibility	  is	  that	  too	  much	  Rap1	  binding	  to	  promoters	  can	  interfere	  with	  access	  of	  positively	  acting	  transcription	  factors.	  	  A	  second	  possibility	  is	  that	  higher	  levels	  of	  chromatin-­‐associated	  Rap1	  results	  in	  greater	  competition	  for	  Rap1-­‐associated	  transcriptional	  coactivators,	  leading	  to	  downregulation	  of	  the	  normal	  targets	  of	  Rap1	  (which	  are	  highly	  expressed	  in	  wild	  type	  cells)	  as	  activated	  NRTS	  loci	  compete	  for	  limiting	  coactivators.	  	  A	  third	  possibility	  is	  that	  it	  is	  a	  simple	  consequence	  of	  the	  fact	  that	  in	  wild	  type	  cells	  the	  normal	  targets	  of	  Rap1	  are	  the	  most	  highly	  expressed	  genes	  and	  have	  the	  lowest	  levels	  of	  promoter	  histone	  occupancy.	  	  Therefore,	  the	  Rap1-­‐dependent	  reduction	  in	  global	  histone	  levels	  at	  senescence	  cannot	  lead	  to	  any	  additional	  upregulation	  at	  these	  genes,	  and	  so	  in	  comparison	  to	  most	  other	  genes	  (which	  can	  experience	  different	  degrees	  of	  upregulation,	  per	  cell,	  from	  the	  global	  decline	  in	  histone	  levels),	  the	  normal	  Rap1	  targets	  appear	  to	  be	  downregulated.	  	  These	  possibilities	  are	  not	  mutually	  exclusive,	  and	  additional	  work	  will	  be	  required	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to	  understand	  the	  extent	  to	  which	  they	  or	  additional	  mechanisms	  lead	  to	  downregulation	  of	  normal	  Rap1	  target	  genes	  at	  senescence.	  
	  
Comparison	  of	  the	  Rap1-­dependent	  gene	  expression	  profile	  at	  senescence	  
with	  Rap1-­dependent	  roles	  during	  the	  DDR	  and	  other	  stress	  responses	  	   Because	  Rap1	  has	  previously	  been	  found	  to	  relocalize	  under	  conditions	  of	  stress	  (Martin	  et	  al.	  1999;	  Buck	  and	  Lieb	  2006;	  Tomar	  et	  al.	  2008),	  we	  wondered	  if	  the	  activities	  of	  Rap1	  at	  senescence	  might	  reflect	  a	  generic	  role	  in	  stress	  responses.	  	  We	  therefore	  compared	  the	  gene	  sets	  that	  are	  up	  or	  downregulated	  at	  senescence	  and	  are	  also	  newly	  targeted	  by	  Rap1	  (NRTS)	  with	  the	  gene	  sets	  up	  or	  downregulated	  in	  cells	  damaged	  by	  MMS	  or	  grown	  in	  low	  glucose.	  
	   MMS	  evokes	  a	  DDR,	  similar	  to	  the	  DDR	  displayed	  in	  senescent	  cells.	  	  Gene	  expression	  profiles	  in	  senescent	  and	  MMS	  treated	  cells	  were	  previously	  found	  to	  be	  similar	  but	  nonetheless	  distinct	  (Nautiyal	  et	  al.	  2002).	  	  For	  example,	  the	  senescent	  gene	  expression	  profile	  includes	  changes	  in	  the	  environmental	  stress	  response	  and	  metabolic	  genes	  not	  seen	  under	  conditions	  of	  DNA	  damage.	  	  Comparison	  of	  NRTS	  expression	  changes	  with	  MMS-­‐regulated	  genes	  (Gasch	  et	  al.	  2001)	  revealed	  significant	  overlap	  between	  the	  upregulated	  and	  downregulated	  data	  sets	  (p	  =	  1.7x10-­‐7,	  and	  5.3	  x	  10-­‐9,	  respectively;	  Table	  S6A,B).	  	  These	  overlaps	  were	  most	  significant	  after	  maximal	  exposure	  to	  MMS	  and	  were	  highly	  dependent	  on	  MEC1	  
83	  	  
(not	  shown).	  	  Of	  particular	  note,	  expression	  of	  the	  core	  histone	  genes	  is	  downregulated	  in	  both	  cases.	  	  However,	  at	  most	  only	  forty	  percent	  of	  senescence-­‐regulated	  NRTS	  overlap	  the	  DDR	  gene	  expression	  profile,	  and	  thus	  the	  majority	  of	  senescence-­‐regulated	  NRTS	  are	  not	  part	  of	  the	  DDR,	  indicating	  differences	  between	  the	  two	  responses.	  	  Similarly,	  the	  single	  new	  target	  of	  Rap1	  that	  has	  been	  studied	  in	  MMS	  treated	  cells,	  RNR3	  (Tomar	  et	  al.	  2008),	  was	  not	  identified	  in	  our	  Rap1	  ChIP-­‐chip	  analysis	  as	  a	  NRTS	  (Fig.	  S12),	  and	  furthermore,	  the	  targeting	  of	  Rap1	  to	  RNR3	  was	  reported	  to	  be	  DUN1-­‐dependent,	  whereas	  we	  find	  that	  the	  regulation	  of	  NRTS	  is	  
DUN1-­‐independent	  (Fig.	  S10B).	  	  Buck	  and	  Lieb	  demonstrated	  Rap1	  relocalization	  to	  novel	  target	  genes	  under	  conditions	  of	  low	  glucose	  (Buck	  and	  Lieb	  2006).	  	  Comparison	  of	  these	  genes	  with	  NRTS	  revealed	  no	  significant	  overlap	  (p	  =	  0.23,	  Fig	  S13),	  indicating	  Rap1	  binds	  different	  target	  genes	  in	  the	  two	  stress	  conditions.	  	  	  
	   Overall,	  it	  appears	  that	  Rap1	  relocalization	  and	  target	  regulation	  in	  senescent	  cells	  does	  not	  reflect	  a	  generic	  role	  for	  Rap1	  in	  stress	  responses,	  although	  there	  are	  significant	  similarities	  between	  Rap1	  activities	  at	  senescence	  and	  in	  the	  DDR	  induced	  by	  MMS.	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Figure	  1.	  Rap1	  leaves	  subtelomeres	  and	  redistributes	  to	  new	  genomic	  loci	  at	  
senescence.	  	  
(A)	  Chromosomal	  distribution	  of	  Rap1	  in	  wildtype	  and	  senescent	  cells.	  	  Rap1	  ChIP-­‐tiling	  array	  data,	  normalized	  to	  control	  rabbit	  IgG	  ChIP	  data,	  are	  shown	  for	  chromosome	  VII	  (see	  Fig.	  S1	  for	  all	  chromosomes).	  	  Data	  are	  plotted	  by	  relative	  significance	  using	  MAT	  algorithm	  (-­‐log10(p-­‐value)).	  	  Senescent	  cells	  were	  obtained	  5	  population	  doublings	  (PD)	  prior	  to	  the	  nadir	  in	  growth	  rate	  to	  avoid	  contributions	  by	  survivors	  of	  senescence.	  	  (B)	  Rap1	  leaves	  subtelomeres	  at	  senescence.	  	  Rap1	  ChIP-­‐tiling	  array	  data	  are	  shown	  for	  subtelomere	  VII-­‐L.	  	  Data	  are	  plotted	  as	  the	  log2	  ratio	  of	  the	  Rap1	  and	  control	  rabbit	  IgG	  ChIP	  signal	  intensities.	  	  (C)	  Rap1	  protein	  levels	  do	  not	  change	  substantially	  at	  senescence.	  	  Rap1	  and	  tubulin	  immunoblots	  of	  whole	  cell	  extracts	  from	  equal	  numbers	  of	  cells	  from	  wildtype	  and	  tlc1Δ	  cultures	  at	  ~PD30	  (pre-­senescent)	  and	  ~PD70	  (senescent).	  Note	  that	  tubulin	  levels	  per	  cell	  increase	  at	  senescence,	  consistent	  with	  increased	  cell	  volume	  (Nautiyal	  et	  al.	  2002).	  	  
(D-­F)	  Rap1	  ChIP-­‐qPCR	  analyses	  confirming	  that	  at	  senescence	  Rap1	  displays	  enhanced	  enrichment	  at	  sites	  naturally	  targeted	  in	  WT	  cells	  (D)	  and	  at	  new	  Rap1	  targets	  at	  senescence	  (NRTS;	  E),	  whereas	  Rap1	  occupancy	  decreases	  at	  subtelomeres	  (F).	  	  Rap1	  enrichment	  is	  the	  ratio	  of	  the	  Rap1	  level	  at	  each	  targeted	  locus	  compared	  to	  ACT1,	  normalized	  to	  non-­‐specific	  IgG	  and	  input	  controls.	  	  The	  locations	  of	  qPCR	  probes	  along	  subtelomere	  VI-­‐R	  are	  shown.	  	  All	  qPCR	  data	  are	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means	  (N=3),	  and	  similar	  results	  were	  obtained	  in	  two	  other	  experiments	  using	  independent	  biological	  replicates.	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Figure	  2.	  New	  Rap1	  targets	  at	  senescence	  (NRTS).	  	  
(A)	  Venn	  diagram	  comparing	  Rap1	  target	  genes	  in	  wild	  type	  and	  senescent	  cells.	  The	  35	  targets	  lost	  at	  senescence	  are	  largely	  from	  subtelomeric	  regions	  (Fig	  S3B).	  	  
(B)	  HSP26	  is	  an	  example	  of	  a	  NRTS.	  Data	  are	  plotted	  as	  in	  Fig	  1A.	  	  (C)	  Rap1	  occupancy	  at	  senescence	  increases	  preferentially	  both	  at	  the	  promoters	  of	  sites	  naturally	  targeted	  in	  WT	  cells	  (Natural	  Rap1	  Targets,	  n=763)	  and	  of	  NRTS	  (n=491).	  	  Data	  are	  plotted	  as	  the	  average	  ChIP	  intensities	  (log2(Rap1	  ChIP/rabbit	  IgG	  ChIP))	  for	  the	  genes	  in	  each	  category	  within	  and	  flanking	  each	  gene.	  	  Promoter	  is	  the	  500bp	  region	  upstream	  of	  the	  open	  reading	  frame	  (ORF),	  gene	  body	  is	  the	  ORF,	  and	  
downstream	  is	  the	  500bp	  region	  downstream	  of	  the	  ORF.	  (D)	  NRTS	  are	  not	  enriched	  for	  the	  consensus	  Rap1	  binding	  sequence.	  	  The	  most	  significant	  motif	  identified	  using	  HOMER	  among	  WT	  target	  genes	  is	  the	  Rap1	  binding	  consensus,	  and	  the	  most	  significant	  motif	  among	  NRTS	  is	  shown.	  (E)	  Rap1	  binds	  sequences	  in	  NRTS	  promoters.	  Rap1	  in	  vitro	  affinity	  was	  measured	  by	  protein	  binding	  microarrays	  (Mukherjee	  et	  al.	  2004).	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Figure	  3.	  NRTS	  are	  preferentially	  upregulated	  by	  Rap1	  at	  senescence.	  	  
(A)	  Venn	  diagram	  comparing	  NRTS	  to	  genes	  that	  are	  differentially	  expressed	  (≥	  1.5-­‐fold)	  at	  senescence	  (among	  6178	  genes	  total).	  (B-­D)	  A	  two-­‐fold	  elevation	  in	  Rap1	  levels	  is	  sufficient	  to	  mimic	  effects	  of	  senescence	  at	  upregulated	  NRTS	  in	  WT	  cells.	  	  
(B)	  Immunoblots	  of	  TCA	  extracts	  from	  equal	  numbers	  of	  cells	  carrying	  the	  NOP1p-­
RAP1	  plasmid	  (Rap1	  OE)	  or	  the	  vector	  control	  (Ctrl).	  	  (C)	  Rap1	  levels	  at	  the	  promoters	  of	  upregulated	  NRTS.	  	  Rap1	  enrichment	  is	  the	  ratio	  of	  Rap1	  levels	  measured	  by	  qPCR	  in	  NOP1p-­RAP1	  vs.	  vector	  control	  cells	  normalized	  to	  ACT1.	  (D)	  Upregulated	  NRTS	  are	  activated	  by	  Rap1	  overexpression.	  	  Data	  are	  RNA	  levels	  in	  Rap1	  OE	  cells	  relative	  to	  control	  cells	  and	  normalized	  to	  ACT1	  transcripts.	  	  (E-­G)	  Rap1	  contributes	  to	  upregulation	  of	  NRTS	  at	  senescence.	  (E)	  Rap1	  levels	  are	  reduced	  in	  rap1	  DAmP	  cells.	  Immunoblots	  of	  TCA	  extracts	  from	  equal	  numbers	  of	  wild	  type	  and	  rap1	  DAmP	  cells.	  	  (F)	  Rap1	  contributes	  to	  activation	  at	  senescence	  of	  upregulated	  NRTS.	  	  mRNA	  levels	  were	  measured	  by	  qPCR	  in	  wild	  type	  (WT,	  n=2),	  
rap1	  DAmP	  (n=2),	  and	  senescent	  (tlc1Δ	  Sen,	  n=4;	  rap1	  DAmP	  tlc1Δ	  Sen,	  n=4)	  cultures.	  (G)	  Reduced	  Rap1	  levels	  blunt	  Rap1	  occupancy	  at	  the	  upstream	  promoters	  of	  NRTS	  at	  senescence.	  	  Data	  are	  plotted	  as	  fold	  change	  in	  Rap1	  enrichment	  in	  senescent	  cells	  relative	  to	  wild	  type	  cells	  and	  normalized	  to	  occupancy	  at	  the	  ACT1	  locus,	  as	  measured	  by	  qPCR.	  	  All	  qPCR	  data	  are	  means	  (N=3,	  except	  as	  noted),	  and	  similar	  results	  were	  obtained	  in	  two	  other	  experiments	  using	  independent	  biological	  replicates.	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Figure	  4.	  Rap1	  targets	  and	  represses	  core	  histone	  gene	  expression	  at	  
senescence.	  
(A)	  Rap1	  binds	  all	  core	  histone	  promoters	  at	  senescence.	  	  Data	  are	  plotted	  as	  in	  Fig	  1A.	  	  (B)	  Histone	  protein	  levels	  decrease	  at	  senescence.	  	  Immunoblots	  of	  whole	  cell	  extracts	  from	  the	  indicated	  wildtype	  (n=2)	  and	  tlc1Δ	  cultures	  at	  ~PD	  30	  (pre-­
senescent,	  n=3)	  and	  ~PD	  70	  (senescent,	  n=3).	  	  Lanes	  were	  loaded	  by	  equal	  protein	  and	  stained	  with	  anti-­‐H2A,	  anti-­‐H2B,	  anti-­‐H3,	  anti-­‐H4	  or	  anti-­‐tubulin	  antibodies.	  	  (C-­
D)	  Increased	  levels	  of	  Rap1	  are	  sufficient	  to	  repress	  histone	  gene	  expression.	  	  (C)	  Rap1	  occupancy	  at	  core	  histone	  promoters	  is	  increased	  in	  wild	  type	  cells	  carrying	  the	  NOP1p-­RAP1	  plasmid.	  	  Data	  are	  plotted	  as	  in	  Fig	  3C.	  	  (D)	  Increased	  Rap1	  levels	  blunt	  histone	  gene	  expression.	  	  qPCR	  data	  are	  fold	  changes	  in	  mRNA	  expression	  in	  nocodazole-­‐arrested	  WT	  cells	  carrying	  the	  NOP1p-­RAP1	  plasmid	  (n=3)	  relative	  to	  arrested	  vector	  control	  strains	  (n=3),	  normalized	  to	  ACT1	  transcripts.	  	  (E-­F)	  Rap1	  contributes	  to	  core	  histone	  gene	  repression	  at	  senescence.	  	  (E)	  Reduced	  levels	  of	  Rap1	  in	  rap1	  DAmP	  mutants	  blunt	  Rap1	  occupancy	  at	  histone	  promoters	  at	  senescence.	  	  Data	  are	  plotted	  as	  in	  Fig	  3G.	  	  (F)	  Repression	  of	  core	  histone	  genes	  depends	  on	  Rap1.	  	  mRNA	  levels	  were	  measured	  by	  qPCR	  normalized	  to	  ACT1	  transcripts	  using	  RNA	  from	  wild	  type	  (WT,	  n=2),	  rap1	  DAmP	  (n=2),	  senescent	  (tlc1Δ	  
Sen,	  n=4),	  and	  senescent	  rap1	  DAmP	  (rap1	  DAmP	  tlc1Δ	  Sen,	  n=4)	  cultures.	  	  (G)	  Histone	  overexpression	  blunts	  upregulation	  of	  NRTS	  at	  senescence.	  	  mRNA	  levels	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were	  measured	  by	  qPCR	  in	  wild	  type	  (n=2),	  senescent	  tlc1Δ	  (n=4),	  and	  senescent	  
H2A/H2B/H3/H4-­overexpressing	  tlc1Δ	  (n=4)	  cultures.	  	  
99	  	  
	  
100	  	  
Figure	  5.	  	  A	  reciprocal	  relationship	  exists	  between	  Rap1	  and	  histone	  
occupancy	  at	  activated	  NRTS.	  	  	  Rap1	  or	  H3	  ChIP-­‐qPCR	  data	  are	  plotted	  as	  fold	  changes	  in	  Rap1	  and	  H3	  enrichment	  in	  senescent	  cells	  relative	  to	  wild	  type	  cells,	  normalized	  to	  ACT1.	  (A)	  Histones	  are	  preferentially	  lost	  at	  activated	  NRTS.	  	  (B)	  Rap1	  contributes	  to	  histone	  loss	  at	  activated	  NRTS,	  because	  such	  losses	  are	  reduced	  in	  rap1	  DAmP	  cells	  at	  senescence.	  	  
(C)	  Overexpression	  of	  the	  core	  histone	  loci	  blunts	  elevated	  Rap1	  occupancy	  and	  histone	  loss	  at	  activated	  NRTS.	  	  (D)	  Histones	  are	  not	  preferentially	  lost	  at	  core	  histone	  promoters	  at	  senescence.	  	  (E)	  Rap1	  does	  not	  significantly	  affect	  histone	  occupancy	  at	  the	  core	  histone	  promoters	  at	  senescence.	  All	  qPCR	  data	  are	  means	  (N=3);	  similar	  results	  were	  obtained	  in	  three	  other	  experiments	  using	  independent	  biological	  replicates	  and	  also	  when	  data	  were	  normalized	  to	  RSP5	  (a	  non-­‐Rap1	  targeted	  locus)	  instead	  of	  ACT1.	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Figure	  6.	  	  Reduced	  Rap1	  levels	  or	  increased	  histone	  levels	  delay	  senescence.	  	  	  
(A)	  Rap1	  drives	  senescence.	  	  Senescence	  assay	  of	  WT	  (n=2),	  rap1	  DAmP	  (n=2),	  tlc1Δ	  (n=4),	  and	  rap1	  DAmP	  tlc1Δ	  (n=4)	  cultures.	  	  p	  =	  0.0012	  for	  delayed	  senescence	  by	  
rap1	  DAmP.	  	  (B)	  Increased	  histone	  levels	  delay	  senescence.	  	  Senescence	  assay	  comparing	  WT	  (n=1),	  tlc1Δ	  (n=7),	  and	  tlc1Δ	  cells	  overexpressing	  core	  histone	  proteins	  (H2A/2B/3/4	  tlc1Δ;	  n=5).	  	  p	  =	  0.011	  for	  delayed	  senescence	  by	  histone	  overexpression.	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Figure	  7.	  Rap1	  relocalization	  and	  function	  at	  senescence	  requires	  MEC1.	  	  	  
(A)	  Activation	  of	  NRTS	  and	  repression	  of	  histones	  at	  senescence	  depends	  on	  MEC1.	  	  qPCR	  measurements	  of	  mRNA	  from	  wild	  type	  (n=2),	  mec1Δ	  sml1Δ	  (n=2),	  senescent	  
sml1Δ	  tlc1Δ	  (n=4),	  and	  senescent	  mec1Δ	  sml1	  Δtlc1Δ	  (n=4)	  cultures.	  	  (B)	  Rap1	  loss	  from	  subtelomeres	  depends	  on	  MEC1.	  ChIP	  data	  are	  plotted	  as	  in	  Fig	  1F.	  	  Subtelomere	  4L	  and	  13R	  qPCR	  amplicons	  are	  respectively	  0.11	  and	  0.2	  kb	  away	  from	  the	  base	  of	  the	  telomeric	  repeats.	  (C)	  Rap1	  localization	  to	  activated	  NRTS	  depends	  on	  MEC1.	  	  ChIP	  data	  are	  plotted	  as	  in	  Fig	  3G.	  (D)	  Slower	  mobility	  species	  of	  Rap1	  present	  at	  senescence	  depend	  on	  MEC1.	  	  Immunoblots	  of	  TCA	  extracts,	  loaded	  by	  equal	  cell	  number	  and	  stained	  with	  anti-­‐Rap1	  or	  anti-­‐tubulin	  antibodies.	  	  For	  all	  experiments,	  senescent	  cultures	  were	  harvested	  5	  PD	  prior	  to	  the	  growth	  nadir,	  which	  for	  sml1Δ	  tlc1Δ	  was	  ~PD	  70	  and	  for	  mec1Δ	  sml1Δ	  tlc1Δ	  was	  ~PD	  80.	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Figure	  S1.	  	  Rap1	  ChIP-­‐tiling	  array	  data	  are	  shown	  for	  chromosomes	  I-­‐XVI.	  	  Data	  are	  plotted	  as	  in	  Fig	  1A.	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Figure	  S2.	  	  Rap1	  target	  gene	  localization	  in	  wild	  type	  cells	  is	  similar	  to	  that	  observed	  in	  previous	  studies	  (Harbison	  et	  al.	  2004).	  	  The	  p-­‐value	  was	  calculated	  using	  Fisher’s	  exact	  test	  from	  a	  total	  universe	  of	  6178	  genes.	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Figure	  S3.	  	  Rap1	  leaves	  subtelomeres	  at	  senescence.	  	  (A,	  B)	  Rap1	  enrichment	  at	  subtelomeres	  decreases	  at	  senescence.	  The	  total	  number	  (A)	  and	  percentage	  (B)	  Rap1	  binding	  peaks	  at	  subtelomeres	  in	  WT	  and	  senescent	  cells.	  	  (C,	  D)	  No	  NRTS-­‐associated	  Rap1	  peaks	  are	  located	  in	  subtelomeres	  (0%,	  0/346).	  	  Most	  Rap1	  peaks	  that	  are	  present	  in	  WT	  but	  not	  in	  senescent	  cells	  (WT-­only)	  are	  located	  at	  subtelomeres	  (69%,	  22/32).	  	  Data	  are	  plotted	  as	  in	  Fig	  S3A-­‐B.	  (E)	  List	  of	  WT-­‐only	  genes	  that	  classified	  as	  
subtelomeric	  (lying	  within	  10kb	  of	  the	  telomere	  repeats).	  	  Note	  that	  these	  17	  genes	  are	  fewer	  than	  the	  22	  Rap1	  WT-­‐only	  subtelomeric	  peaks	  because	  some	  peaks	  are	  not	  associated	  with	  genes.	  	  In	  addition,	  note	  that	  the	  ten	  WT-­‐only	  peaks	  associated	  with	  non-­‐subtelomeric	  genes	  are	  a	  consequence	  of	  subtle	  changes	  in	  apparent	  Rap1	  binding	  that	  caused	  the	  peaks	  not	  to	  be	  considered	  by	  our	  criteria	  as	  overlapping	  the	  promoters	  of	  the	  associated	  genes	  in	  senescent	  cells,	  but	  upon	  direct	  inspection	  is	  was	  apparent	  that	  these	  peaks	  are	  not	  substantially	  altered	  at	  senescence.	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Figure	  S4.	  	  At	  senescence,	  Rap1	  binds	  preferentially	  upstream	  from	  the	  promoters	  of	  NRTS,	  e.g.	  
RAD51,	  NCA3,	  ASF1,	  and	  GAC1	  (cf.	  Figs	  2B	  and	  2C).	  Data	  are	  plotted	  as	  in	  Fig.	  1A.	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Figure	  S5.	  	  
	  (A)	  RAP1	  transcripts	  are	  elevated	  in	  cells	  overexpressing	  RAP1.	  	  qPCR	  values	  are	  for	  
RAP1	  mRNA	  normalized	  to	  ACT1	  mRNA	  from	  exponentially	  growing	  cultures	  of	  cells	  carrying	  vector	  (n=3;	  Ctrl)	  or	  the	  NOP1p-­RAP1	  plasmid	  (n=3;	  Rap1	  OE).	  p–value	  was	  calculated	  using	  Student’s	  t-­‐test.	  	  (B)	  Quantification	  of	  Rap1	  immunoblot	  in	  Fig	  3B.	  	  Rap1	  intensity	  was	  normalized	  to	  the	  tubulin	  intensity,	  and	  show	  ~2-­‐fold	  elevation	  in	  cells	  carrying	  the	  NOP1p-­RAP1	  plasmid.	  	  (C)	  Rap1	  overexpression	  via	  the	  NOP1p-­
RAP1	  plasmid	  is	  not	  toxic.	  	  Spot	  assay	  was	  performed	  with	  10-­‐fold	  serial	  dilutions	  from	  left	  to	  right	  of	  cells	  carrying	  vector	  (Ctrl)	  or	  the	  NOP1p-­RAP1	  plasmid	  (Rap1	  
OE).	  	  4x105	  cells	  were	  spotted	  in	  the	  initial,	  leftmost	  spot.	  (D-­E)	  The	  control	  loci	  
ACT1,	  MOT3,	  and	  SPC42,	  which	  do	  not	  show	  significant	  changes	  in	  expression	  at	  senescence	  (Nautiyal	  et	  al,	  2002),	  are	  not	  regulated	  by	  Rap1.	  	  In	  tests	  of	  equal	  quantities	  of	  total	  RNA,	  two-­‐fold	  overexpression	  of	  Rap1	  via	  the	  NOP1p-­RAP1	  plasmid	  (D)	  or	  reduction	  in	  Rap1	  levels	  via	  the	  DAmP	  allele	  at	  senescence	  (E)	  did	  not	  affect	  mRNA	  levels	  from	  these	  loci.	  (F)	  Quantification	  of	  Rap1	  immunoblot	  in	  Fig	  3E.	  	  Rap1	  intensity	  was	  normalized	  to	  the	  tubulin	  intensity,	  and	  shows	  ~40%	  reduced	  levels	  of	  Rap1	  in	  rap1	  DAmP	  cells.	  (G-­H)	  Rap1	  levels	  at	  telomere	  repeats	  are	  normal	  in	  the	  rap1	  DAmP	  strain.	  (G)	  Dot	  blot	  of	  telomere	  DNA	  ChIPed	  with	  anti-­‐Rap1	  antibody	  from	  WT	  and	  rap1	  DAmP	  cells.	  Two-­‐fold	  serial	  dilutions	  of	  DNA	  from	  input	  chromatin	  are	  shown.	  (H)	  Quantification	  of	  Rap1	  ChIP	  telomere	  dot	  blot	  in	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(G).	  	  Signal	  intensities	  were	  background	  corrected	  by	  subtraction	  of	  mock	  ChIP	  intensities	  and	  were	  then	  normalized	  to	  the	  0.25X	  input	  intensities.	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Figure	  S6.	  	  The	  changes	  in	  NRTS	  expression	  at	  senescence	  are	  not	  a	  simple	  response	  to	  cell	  cycle	  arrest.	  (A,	  B)	  Venn	  diagrams	  comparing	  NRTS	  upregulated	  (A)	  or	  downregulated	  (B)	  at	  senescence	  to	  upregulated	  or	  downregulated,	  respectively,	  when	  cells	  are	  arrested	  in	  mitosis	  (via	  cdc15-­2	  allele	  at	  37°C).	  Intersections	  are	  of	  Fig	  3A	  datasets	  and	  Spellman	  et	  al.	  datasets	  (Spellman	  et	  al.	  1998)	  restricted	  to	  NRTS,	  and	  p-­‐values	  were	  calculated	  using	  Fisher’s	  exact	  test.	  There	  are	  382	  and	  439	  genes	  in	  remaining	  universes	  of	  Figures	  A	  and	  B	  respectively.	  (C)	  Upregulated	  NRTS	  are	  not	  activated	  by	  arrest	  with	  nocodazole.	  	  Data	  are	  plotted	  as	  fold	  change	  in	  mRNA	  expression	  in	  nocodazole	  arrested	  cells	  (n=3)	  relative	  to	  control	  cycling	  cells	  (n=3)	  and	  ACT1	  transcript	  (set	  at	  unity).	  Error	  bars	  are	  SEM,	  and	  p–values	  were	  calculated	  by	  Student’s	  t-­‐test	  (*	  p	  <	  0.05).	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Figure	  S7.	  	  
	  (A)	  At	  senescence,	  Rap1	  targets	  the	  HTZ1	  but	  not	  the	  CSE4	  promoter,	  and	  is	  moderately	  enriched	  at	  the	  HHO1	  promoter.	  	  Data	  are	  plotted	  as	  in	  Fig	  1A.	  	  (B)	  Rap1	  ChIP–qPCR	  confirmation	  of	  Rap1	  targeting	  to	  core	  histone	  promoters	  at	  senescence.	  	  Data	  are	  plotted	  as	  fold	  change	  in	  Rap1	  enrichment	  in	  senescent	  cells	  relative	  to	  wild	  type	  cells	  and	  the	  ACT1	  locus.	  	  Error	  bars	  are	  SEMs.	  	  (C)	  Quantification	  of	  immunoblot	  of	  core	  histones	  in	  Fig	  4B.	  Shown	  are	  the	  ratios	  of	  H2A,	  H2B,	  H3,	  and	  H4	  intensities	  to	  tubulin	  intensity	  and	  normalized	  to	  the	  ratio	  in	  wild	  type	  cells	  (WT	  levels	  are	  set	  at	  unity).	  	  (D)	  The	  decline	  in	  histone	  levels	  at	  senescence	  is	  also	  apparent	  when	  TCA	  extracts	  of	  equal	  numbers	  of	  cells	  are	  tested.	  	  Immunoblots	  of	  TCA	  extracts	  from	  equal	  numbers	  of	  wildtype	  and	  senescent	  tlc1Δ	  cultures	  were	  stained	  with	  anti-­‐H2A,	  anti-­‐H2B,	  anti-­‐H3,	  anti-­‐H4	  or	  anti-­‐tubulin	  antibodies.	  (E)	  Histone	  protein	  levels	  are	  largely	  unchanged	  in	  nocodazole-­‐arrested	  cells.	  	  Immunoblots	  of	  TCA	  extracts	  from	  and	  equal	  number	  of	  the	  indicated	  cycling	  (n=3)	  and	  nocodazole	  arrested	  for	  3hrs	  (n=2)	  wild	  type	  cells,	  stained	  as	  in	  (D).	  (F)	  Rap1	  overexpression	  in	  nocodazole	  arrested	  wild	  type	  cells	  leads	  to	  downregulation	  of	  histone	  protein	  levels.	  Cells	  carrying	  pAG423-­‐NOP1-­RAP1	  or	  control	  vector	  were	  arrested	  for	  2.5	  hours	  in	  1.5	  µg/ml	  nocodazole,	  proteins	  were	  extracted	  with	  TCA,	  equal	  cell	  equivalents	  were	  loaded	  in	  each	  lane,	  and	  histone	  proteins	  were	  detected	  by	  immunoblotting.	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Figure	  S8.	  	  Histone	  gene	  downregulation	  at	  senescence	  is	  Sir2/3/4-­‐independent.	  	  mRNA	  levels	  were	  measured	  by	  qPCR	  for	  wild	  type	  (n=2),	  sir2Δ	  (n=2),	  sir3Δ	  (n=2),	  sir4Δ	  (n=2),	  senescent	  tlc1Δ	  (n=4),	  senescent	  sir2Δ	  tlc1Δ	  (n=4),	  senescent	  sir3Δ	  tlc1Δ	  (n=4),	  and	  senescent	  sir4Δ	  tlc1Δ	  (n=4)	  cultures.	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Figure	  S9.	  	  Selective	  histone	  losses	  at	  activated	  NRTS	  are	  not	  simply	  a	  secondary	  consequence	  of	  Rap1-­‐mediated	  repression	  of	  global	  histone	  levels.	  	  (A)	  Timecourse	  of	  total	  Rap1	  and	  histone	  H3	  levels	  following	  Rap1	  overexpression	  in	  WT	  cells.	  	  Immunoblots	  of	  TCA	  extracts	  of	  WT	  cells	  possessing	  control	  vector	  or	  the	  GAL1p-­RAP1	  plasmid	  following	  galactose	  induction	  are	  shown.	  	  2%	  galactose	  was	  added	  to	  cells	  growing	  exponentially	  in	  SC-­‐URA	  +	  2%	  raffinose	  and	  at	  1	  x	  106	  cells/ml,	  and	  growth	  was	  continued	  for	  the	  times	  indicated.	  	  Lanes	  were	  loaded	  by	  equal	  cell	  number	  and	  stained	  with	  anti-­‐Rap1,	  anti-­‐H3,	  or	  anti-­‐tubulin	  antibodies.	  	  (B)	  ChIP-­‐qPCR	  analyses	  of	  Rap1	  enrichment	  and	  H3	  loss	  at	  NRTS	  upon	  Rap1	  induction.	  Rap1	  or	  H3	  ChIP-­‐qPCR	  data	  are	  plotted	  as	  fold	  changes	  in	  Rap1	  and	  H3	  enrichment	  in	  GAL1p-­RAP1	  cells	  harvested	  at	  130	  min	  relative	  to	  vector	  control	  cells	  normalized	  to	  the	  non-­‐Rap1-­‐targeted	  ACT1	  locus.	  Error	  bars	  are	  SEMs.	  Note	  that	  histone	  levels	  at	  activated	  NRTS	  declined	  with	  Rap1	  overexpression	  prior	  to	  global	  declines	  in	  histone	  levels,	  indicating	  that	  Rap1	  is	  directly	  involved	  in	  reduced	  histone	  occupancy	  at	  activated	  NRTS	  rather	  than	  the	  reduced	  occupancy	  being	  only	  a	  secondary	  consequence	  of	  globally	  reduced	  levels	  of	  histones	  at	  senescence.	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Figure	  S10.	  	  Activation	  of	  NRTS	  at	  senescence	  is	  independent	  of	  TEL1	  and	  DUN1.	  (A)	  Upregulation	  of	  NRTS	  at	  senescence	  is	  independent	  of	  TEL1.	  RNA	  expression	  was	  measured	  by	  qPCR	  using	  RNA	  from	  wild	  type	  (n=2),	  tel1Δ	  (n=2),	  senescent	  tlc1Δ	  (n=4),	  and	  senescent	  tel1Δ	  tlc1Δ	  (n=4)	  cultures.	  (B)	  Activation	  of	  NRTS	  at	  senescence	  is	  independent	  of	  DUN1.	  RNA	  expression	  was	  measured	  by	  qPCR	  using	  RNA	  from	  wild	  type	  (n=2),	  dun1Δ	  (n=2),	  senescent	  tlc1Δ	  (n=4),	  and	  senescent	  
dun1Δtlc1Δ	  (n=4)	  cultures.	  	  	  
131	  	  
	  
132	  	  
Figure	  S11.	  	  At	  senescence,	  Rap1	  occupancy	  increases	  at	  its	  normal	  targets	  and	  contributes	  to	  their	  downregulation.	  	  (A)	  Rap1	  ChIP-­‐tiling	  array	  analyses	  of	  chromatin	  from	  wild	  type	  and	  senescent	  tlc1Δ	  cells	  for	  ENO1,	  ENO2	  and	  PGK1.	  	  Data	  are	  plotted	  as	  in	  Fig.	  1A,	  i.e.	  they	  were	  normalized	  to	  control	  rabbit	  IgG	  ChIP	  data	  and	  plotted	  by	  relative	  significance	  using	  the	  MAT	  algorithm	  (-­‐log10(p-­‐value)).	  (B)	  Rap1	  occupancy,	  as	  measured	  by	  qPCR	  and	  in	  comparison	  to	  input	  and	  ACT1,	  at	  the	  ENO2	  and	  PGK1	  promoters	  in	  cells	  with	  two-­‐fold	  overexpression	  of	  Rap1	  via	  the	  NOP1p-­RAP1	  plasmid	  vs.	  vector	  control.	  (C)	  qPCR-­‐measurements	  of	  mRNA	  levels	  from	  normal	  Rap1	  target	  genes	  and	  ACT1	  in	  cells	  carrying	  the	  NOP1p-­RAP1	  plasmid,	  in	  compared	  to	  vector	  control.	  	  (D)	  Normal	  Rap1	  target	  gene	  downregulation	  at	  senescence	  is	  Sir2/3/4-­‐independent.	  	  mRNA	  levels	  were	  measured	  by	  qPCR	  in	  the	  same	  fashion	  as	  for	  Fig	  S8.	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Figure	  S12.	  	  Rap1	  occupancy	  at	  the	  RNR3	  promoter	  increases	  only	  modestly	  at	  senescence.	  Data	  are	  plotted	  as	  in	  Fig	  1A.	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Figure	  S13.	  	  Venn	  diagram	  comparing	  the	  intersection	  of	  NRTS	  and	  Rap1	  targets	  in	  low	  glucose.	  	  The	  low	  glucose	  data	  is	  from	  Buck	  and	  Lieb,	  2006	  (Buck	  and	  Lieb	  2006),	  and	  the	  p-­‐value	  was	  calculated	  using	  Fischer’s	  exact	  test.	  There	  are	  5,722	  genes	  in	  the	  remaining	  universe.	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Table	  S1.	  	  Rap1	  preferentially	  targets	  regions	  of	  the	  genome	  where	  histones	  turnover	  rapidly.	  Intersection	  of	  Fig	  2A	  dataset	  and	  Dion	  et	  al.	  histone	  turnover	  dataset	  (Dion	  et	  al.	  2007).	  P-­‐values	  were	  calculated	  using	  Fisher’s	  exact	  test.	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Table	  S2.	  	  NRTS	  promoters	  preferentially	  contain	  the	  Rap1	  hemisite-­‐linker	  motif.	  (A)	  The	  eight	  Rap1	  hemisite-­‐linker	  motifs	  that	  were	  used	  to	  in	  the	  analysis	  (hemisites	  are	  in	  black;	  linkers	  are	  in	  red).	  (B)	  Comparison	  of	  NRTS	  to	  regions	  of	  the	  genome	  that	  contain	  varying	  numbers	  of	  the	  Rap1	  hemisite-­‐linker	  motif	  (the	  Motif	  Number	  
Requirement	  indicates	  the	  minimal	  number	  of	  hemisite-­‐linker	  motifs	  present	  at	  a	  locus).	  	  We	  searched	  both	  Watson	  and	  Crick	  strands	  when	  searching	  for	  regions	  that	  contain	  the	  motif.	  	  Also,	  Rap1	  hemisite-­‐linker	  motifs	  that	  are	  already	  bound	  by	  Rap1	  in	  WT	  cells	  were	  excluded	  from	  the	  number	  of	  unoccupied	  Rap1	  Hemisite	  Linker	  
Motifs.	  	  P-­‐values	  were	  calculated	  using	  Fisher’s	  exact	  test.	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Table	  S3.	  	  GO	  analysis	  of	  NRTS	  performed	  using	  The	  Database	  for	  Annotation,	  Visualization	  and	  Integrated	  Discovery	  v.	  6.7	  (DAVID)	  (Huang	  et	  al.	  2009).	  Pop	  Total	  is	  all	  S.	  
cerevisiae	  genes	  annotated	  in	  the	  system	  of	  classifying	  genes	  (i.e.	  Category).	  Pop	  Hits	  refers	  to	  all	  genes	  in	  S.	  cerevisiae	  that	  fall	  into	  the	  sub-­‐category	  (i.e.	  Term).	  List	  Total	  is	  all	  NRTS	  that	  are	  annotated	  in	  the	  system	  of	  classifying	  genes.	  Count	  refers	  to	  all	  NRTS	  that	  fall	  into	  the	  sub-­‐category.	  P-­‐values	  were	  calculated	  using	  Fisher’s-­‐exact	  test.	  	  Bonferroni,	  Benjamini,	  and	  FDR	  are	  standard	  conservative	  adjustments	  to	  the	  p-­‐value	  to	  control	  for	  effects	  of	  multiple	  comparisons.	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Table	  S4.	  	  Gene	  expression	  changes	  when	  histone	  H4	  is	  depleted	  are	  very	  similar	  to	  the	  gene	  expression	  changes	  at	  senescence.	  (A)	  Intersection	  of	  Nautiyal	  et	  al.	  senescence	  dataset	  (Nautiyal	  et	  al.	  2002)	  and	  Wyrick	  et	  al.	  H4-­‐depletion	  dataset	  (Wyrick	  et	  al.	  1999).	  (B)	  Comparison	  of	  NRTS	  that	  are	  differentially	  expressed	  at	  senescence	  to	  gene	  expression	  changes	  at	  NRTS	  when	  H4	  is	  depleted.	  P-­‐values	  were	  calculated	  using	  Fisher’s	  exact	  test.	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Table	  S5.	  	  Genes	  upregulated	  at	  senescence	  have	  rapid	  histone	  turnover.	  	  Intersection	  of	  Nautiyal	  et	  al.	  senescence	  dataset	  (Nautiyal	  et	  al.	  2002)	  and	  Dion	  et	  al.	  Histone	  Turnover	  dataset	  (Dion	  et	  al.	  2007).	  	  P-­‐values	  were	  calculated	  using	  Fisher’s	  exact	  test.	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Table	  S6.	  	  
	  (A)	  Comparison	  of	  NRTS	  upregulated	  at	  senescence	  to	  genes	  activated	  with	  DNA	  damage.	  Intersection	  of	  Fig	  3A	  dataset	  and	  Gasch	  et	  al.	  datasets	  (increasing	  amount	  of	  MMS	  treatment:	  Gasch	  et	  al.	  2001).	  (B)	  Comparison	  of	  NRTS	  downregulated	  at	  senescence	  to	  genes	  repressed	  with	  DNA	  damage.	  Intersection	  of	  Fig	  3A	  dataset	  and	  Gasch	  et	  al.	  datasets	  (increasing	  amount	  of	  MMS	  treatment:	  Gasch	  et	  al.	  2001).	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Table	  S7.	  	  Strains	  used	  in	  this	  study.	  
154	  	  
	  
155	  	  
Table	  S8.	  	  DNA	  primers	  used	  for	  qPCR	  analyses	  of	  mRNA	  levels.	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Table	  S9.	  	  DNA	  primers	  used	  for	  qPCR	  analyses	  of	  ChIP	  DNA	  samples.	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CHAPTER	  3:	  The	  effect	  of	  BRE1/LGE1	  on	  the	  rate	  of	  senescence	  and	  
NRTS	  gene	  activation	  at	  senescence	  	  	  
INTRODUCTION	  	   Though	  Rap1	  is	  necessary	  to	  fully	  activate	  the	  NRTS	  at	  senescence,	  Rap1	  is	  known	  to	  be	  a	  weak	  transcriptional	  activator	  by	  itself	  (Idrissi	  et	  al.	  2001;	  1998;	  Shore	  1994).	  	  Instead,	  Rap1	  is	  thought	  to	  behave	  more	  like	  a	  general	  regulatory	  factor	  (GRF;	  like	  ABF1	  and	  REB1)	  (Ganapathi	  et	  al.	  2011;	  Venters	  et	  al.	  2011).	  	  That	  is,	  Rap1	  is	  thought	  to	  bind	  DNA	  in	  a	  sequences	  specific	  manner,	  open	  up	  the	  local	  chromatin,	  and	  recruit	  transcriptional	  co-­‐activators	  or	  transcriptional	  co-­‐repressors	  to	  perform	  specific	  functions	  at	  various	  sites	  throughout	  the	  genome.	  	  For	  example,	  Rap1	  recruits	  Gcr1	  and	  Gcr2	  to	  glycolytic	  target	  genes	  and	  Fhl1,	  Ifh1,	  and	  TFIID	  to	  ribosomal	  protein	  genes	  and	  the	  Sir2/3/4	  the	  silent	  mating	  type	  locus	  and	  telomeres	  (Moretti	  and	  Shore	  2001;	  Zhao	  et	  al.	  2006;	  Tornow	  et	  al.	  1993;	  Schawalder	  et	  al.	  2004).	  	  As	  a	  result,	  we	  wondered	  how	  Rap1	  worked	  with	  other	  factors	  to	  activate	  the	  NRTS	  at	  senescence.	  	  	   Because	  no	  known	  Rap1	  co-­‐activator	  consensus	  sequences	  were	  found	  in	  the	  promoter	  regions	  of	  the	  activated	  NRTS	  (including	  Gcr1,	  Fhl1,	  and	  Ifh1;	  data	  not	  shown),	  we	  considered	  the	  possibility	  that	  Rap1	  was	  recruiting	  general	  transcriptional	  co-­‐activators	  to	  the	  activated	  NRTS	  promoters	  at	  senescence.	  	  One	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likely	  candidate	  was	  TFIID.	  	  Not	  only	  does	  Rap1	  directly	  bind	  to	  TFIID	  and	  recruit	  it	  to	  the	  ribosomal	  protein	  genes	  where	  it	  acts	  as	  a	  transcriptional	  co-­‐activator	  (Papai	  et	  al.	  2010;	  Garbett	  et	  al.	  2007),	  but	  also	  based	  on	  an	  unbiased	  whole	  genome	  analysis	  of	  200	  transcription	  related	  proteins	  during	  vegetative	  growth	  and	  acute	  heat	  shock	  Rap1	  is	  both	  1)	  in	  the	  TFIID	  epistatsis	  group	  and	  is	  2)	  the	  main	  transcriptional	  ‘orchestrator’/GRF	  of	  the	  TFIID	  pathway	  (Venters	  et	  al.	  2011).	  	  However,	  there	  is	  one	  major	  problem	  with	  the	  idea	  that	  TFIID	  is	  the	  general	  transcriptional	  co-­‐activator	  for	  the	  NRTS	  genes	  at	  senescence.	  	  In	  general,	  TFIID	  regulates	  the	  transcription	  of	  most	  housekeeping/‘pro-­‐growth’	  genes	  (i.e.	  genes	  involved	  biomass	  production	  including	  ribosomal	  protein	  genes,	  rRNA	  processing	  enzymes,	  and	  glycolytic	  enzymes)	  a	  category	  that	  would	  not	  include	  the	  NRTS	  genes,	  which	  are	  stress-­‐response	  genes	  (Basehoar	  et	  al.	  2004;	  Venters	  et	  al.	  2011;	  Rando	  and	  Winston	  2012;	  Zanton	  and	  Pugh	  2006;	  Huisinga	  and	  Pugh	  2004).	  	  Thus,	  even	  though	  Rap1	  has	  TFIID-­‐dependent	  functions	  and	  is	  the	  major	  orchestrator	  of	  TFIID	  pathway,	  its	  new	  functions	  at	  senescence	  at	  the	  activated	  NRTS	  are	  likely	  to	  be	  TFIID-­‐independent.	  	   Instead,	  the	  upregulation	  of	  activated	  NRTS	  genes	  at	  senescence	  likely	  depends	  on	  a	  SAGA-­‐dependent	  pathway	  (Spt–Ada–Gcn5	  acetyltransferase),	  which	  regulates	  the	  expression	  of	  most	  stress-­‐response	  genes	  (Basehoar	  et	  al.	  2004;	  Rando	  and	  Winston	  2012;	  Huisinga	  and	  Pugh	  2004).	  	  SAGA	  is	  a	  large,	  modular	  20	  protein	  complex	  whose	  functions	  are	  regulated	  by	  many	  loosely	  associated	  proteins,	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which	  makeup	  the	  SAGA-­‐pathway	  (Koutelou	  et	  al.	  2010;	  Venters	  et	  al.	  2011).	  	  On	  top	  of	  its	  physical	  complexity,	  SAGA	  has	  an	  equally	  intricate	  list	  of	  activities	  it	  performs	  to	  activate	  transcription,	  which	  include:	  localizing	  gene’s	  upstream	  promoter	  regions	  with	  the	  help	  of	  Tra1,	  decompacting	  the	  local	  chromatin	  via	  its	  histone-­‐acetyltransferase	  (HAT)	  activity,	  assembling	  the	  pre-­‐initiation	  complex	  (PIC),	  and	  activating	  transcriptional	  elongation	  (Koutelou	  et	  al.	  2010).	  	  In	  addition	  to	  the	  core	  members	  of	  the	  SAGA	  complex	  there	  are	  several	  key	  regulators	  of	  the	  SAGA-­‐pathway	  that	  if	  disrupted	  prevent	  transcriptional	  activation.	  	  One	  such	  factor	  is	  Bre1,	  an	  E3	  ubiquitin	  ligase	  that	  together	  with	  Lge1	  and	  Rad6,	  its	  E2	  ubiquitin	  ligase,	  leads	  to	  the	  ubiquitylation	  of	  H2B	  (H2BUb),	  which	  in	  turn	  is	  important	  for	  transcriptional	  initiation	  and	  elongation	  (Wood	  et	  al.	  2003;	  Hwang	  et	  al.	  2003;	  Henry	  et	  al.	  2003;	  Weake	  and	  Workman	  2008;	  Kao	  et	  al.	  2004;	  Xiao	  et	  al.	  2005).	  	  H2BUb	  is	  a	  key	  histone	  modification	  that	  regulates	  histone	  crosstalk	  and	  is	  necessary	  for	  di-­‐	  and	  trimethylation	  of	  H3K4	  (via	  Set1	  and	  the	  COMPASS	  complex)	  and	  methylation	  of	  H3K79	  (by	  Dot1)	  (Wood	  et	  al.	  2003;	  Hwang	  et	  al.	  2003).	  	   An	  unbiased	  genome-­‐wide	  screen	  found	  that	  there	  is	  a	  positive	  synthetic-­‐genetic	  interaction	  between	  the	  hypomorphic	  rap1-­DAmP	  allele	  and	  deletions	  in	  the	  genes	  encoding	  the	  H2BUb	  ubiquitylating	  enzymes	  (BRE1	  and	  LGE1)	  and	  the	  COMPASS	  complex	  members	  (SWD1,	  SWD3,	  BRE2,	  SDC1,	  and	  SPP1;	  Supplemental	  Figure	  3-­‐1)	  (Collins	  et	  al.	  2007).	  	  Interactions	  discovered	  through	  synthetic	  genetic	  array	  (SGA)	  analysis	  are	  frequently	  found	  between	  members	  of	  multi-­‐protein	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complexes	  (Tong	  2001;	  Boone	  et	  al.	  2007),	  and	  thus	  these	  data	  suggest	  that	  Rap1	  might	  be	  part	  of	  a	  larger	  Bre1-­‐dependent	  COMPASS	  complex.	  	  Though	  these	  data	  are	  consistent	  with	  many	  models,	  one	  possibility	  is	  that	  RAP1,	  BRE1,	  and	  members	  of	  the	  COMPASS	  complex	  up-­‐regulate	  the	  expression	  of	  stress-­‐response	  genes	  that	  restrict	  vegetative	  growth.	  	  Because	  these	  modules	  can	  be	  more	  active	  under	  various	  stress	  conditions,	  for	  example	  during	  telomere	  dysfunction	  and	  senescence,	  we	  wondered	  if	  BRE1	  and	  the	  COMPASS	  complex	  affect	  the	  Rap1-­‐dependent	  activation	  of	  up-­‐regulated	  NRTS	  at	  senescence.	  	  
RESULTS	  and	  DISCUSSION	  	  
BRE1	  and	  LGE1	  accelerate	  the	  pace	  of	  senescence	  	   We	  had	  previously	  shown	  that	  RAP1	  drives	  the	  rate	  of	  senescence	  and	  because	  we	  speculated	  that	  some	  of	  the	  affects	  of	  RAP1	  at	  senescence	  were	  
BRE1/LGE1	  dependent,	  we	  tested	  how	  BRE1	  and	  LGE1	  affect	  the	  pace	  of	  senescence.	  	  Similar	  to	  the	  rap1-­DAmP	  allele,	  BRE1	  or	  LGE1	  deletion	  slow	  the	  pace	  of	  senescence,	  which	  suggest	  that	  the	  normal	  function	  of	  BRE1	  and	  LGE1	  (in	  wild-­‐type	  cells)	  is	  to	  drive	  the	  rate	  of	  senescence	  (Figure	  3-­‐1).	  	  	  
	   Though	  BRE1	  and	  LGE1	  both	  accelerate	  the	  rate	  of	  senescence,	  the	  absolute	  affects	  of	  the	  two	  genes	  are	  different:	  according	  to	  the	  nadir	  of	  the	  curves,	  BRE1	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deletions	  slows	  the	  rate	  of	  senescence	  by	  ~20PD	  (p	  =	  0.0022),	  whereas	  LGE1	  deletion	  slows	  the	  pace	  of	  senescence	  by	  ~7PD	  (p	  =	  0.0001).	  	  However,	  this	  difference	  is	  consistent	  with	  the	  biological	  activity	  of	  BRE1	  and	  LGE1.	  	  Though	  Lge1	  forms	  a	  complex	  with	  Bre1	  and	  stimulates	  its	  E3	  ubiquitin	  ligase	  activity,	  Bre1	  is	  still	  active	  without	  LGE1	  and	  downstream	  histone	  crosstalk	  to	  H3K4me3	  and	  H3K79me3	  is	  only	  partially	  reduced	  (Hwang	  et	  al.	  2003).	  	  In	  comparison	  to	  a	  complete	  BRE1	  knockout,	  lge1Δ	  behaves	  like	  a	  hypomorphic	  bre1	  allele	  and	  thus	  its	  effects	  on	  the	  rate	  of	  senescence	  should	  be	  reduced	  as	  compared	  to	  bre1Δ.	  
	  
BRE1	  is	  necessary	  to	  activate	  NRTS	  at	  senescence	  	   Though	  there	  is	  a	  positive	  genetic	  interaction	  between	  loss	  of	  function	  mutations	  in	  RAP1	  and	  H2B	  ubiquitylating	  enzymes	  (Supplemental	  Figure	  3-­‐1),	  it	  is	  unclear	  if	  BRE1/LGE1	  is	  active	  at	  the	  RAP1-­‐dependent	  activated	  NRTS	  at	  senescence.	  	  Because	  H2BUb	  is	  a	  transient	  histone	  modification	  (Henry	  et	  al.	  2003),	  we	  analyzed	  H3K4me3,	  which	  is	  a	  downstream	  readout	  of	  BRE1/LGE1	  activity,	  and	  measured	  how	  its	  occupancy	  changes	  at	  the	  NRTS	  promoters	  at	  senescence	  by	  ChIP-­‐RTPCR.	  	  Even	  though	  H3	  is	  preferentially	  lost	  at	  the	  upstream	  promoter	  regions	  of	  the	  activated	  NRTS	  (see	  Chapter	  2),	  we	  find	  that	  the	  levels	  of	  H3K4me3	  go	  up	  at	  these	  promoters	  at	  senescence	  (Figure	  3-­‐2A).	  	  These	  data	  suggest	  that	  BRE1/LGE1	  activity	  preferentially	  increases	  at	  the	  activated	  NRTS	  genes	  at	  senescence.	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   In	  addition	  to	  functioning	  at	  the	  NRTS	  promoters,	  BRE1	  is	  necessary	  to	  activate	  the	  upregulated	  NRTS	  at	  senescence	  (Figure	  3-­‐2B,C).	  	  Because	  BRE1	  deletion	  slows	  the	  pace	  of	  senescence,	  we	  compared	  both	  population	  doubling	  (PD)	  matched	  and	  senescence	  matched	  bre1Δtlc1Δ	  samples	  to	  senescent	  tlc1Δ	  samples	  (the	  latter	  being	  a	  more	  stringent	  test	  of	  necessity).	  	  Whereas	  the	  expression	  of	  
ACT1	  a	  housekeeping	  gene	  is	  unaffected	  by	  BRE1	  deletion,	  the	  activation	  of	  NRTS	  at	  senescence	  is	  blunted	  in	  both	  PD	  matched	  and	  senescence	  matched	  bre1Δtlc1Δ	  cells.	  	  These	  data	  suggest	  that	  BRE1	  is	  necessary	  to	  activate	  the	  NRTS	  genes	  even	  when	  the	  cells	  are	  deeply	  senescent.	  	  	  
	   Altogether	  our	  data	  suggest	  that	  BRE1/LGE1	  preferentially	  targets	  the	  NRTS	  promoters	  and	  is	  necessary	  to	  activate	  the	  upregulated	  NRTS	  at	  senescence.	  	  However,	  further	  work	  is	  necessary	  to	  understand	  how	  Bre1	  and	  Rap1	  activate	  the	  NRTS	  genes	  at	  senescence.	  	  First,	  it	  will	  be	  important	  understand	  how	  Bre1	  and	  Rap1	  affect	  the	  other’s	  localization	  at	  the	  NRTS	  promoters	  at	  senescence.	  	  Second,	  does	  BRE1	  affect	  the	  rate	  of	  senescence	  and	  the	  upregulation	  of	  NRTS	  genes	  at	  senescence	  through	  its	  ability	  to	  ubiquitylate	  H2BK123?	  	  Similarly,	  we	  should	  also	  determine	  which	  domains	  of	  Bre1	  are	  important	  for	  NRTS	  upregulation	  at	  senescence	  (for	  example	  we	  should	  test	  point	  mutants	  that	  abolish	  its	  RING	  E3	  ligase	  activity).	  	  Finally,	  we	  should	  assess	  if	  the	  affect	  of	  BRE1	  on	  the	  rate	  of	  senescence	  depends	  on	  MEC1	  and	  the	  DNA	  damage	  response.	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UBP10	  and	  UBP8	  slow	  the	  rate	  of	  senescence	  	   Based	  on	  our	  finding	  that	  BRE1/LGE1	  accelerate	  the	  pace	  of	  senescence,	  we	  wondered	  if	  the	  ubiquitin	  proteases	  that	  de-­‐ubiquitinate	  H2BK123Ub	  UBP10	  and	  
UBP8	  slow	  rate	  of	  senescence.	  	  UBP10	  is	  preferentially	  localized	  at	  heterochromatin	  and	  subtelomeres	  and	  is	  important	  for	  telomere	  silencing	  (Kahana	  and	  Gottschling	  1999;	  Gardner	  et	  al.	  2005),	  whereas	  UBP8	  is	  a	  member	  of	  the	  SAGA	  complex	  and	  is	  involved	  in	  the	  initiation	  of	  transcription	  (Henry	  et	  al.	  2003;	  Wyce	  et	  al.	  2007).	  	  Even	  though	  UBP8	  and	  UBP10	  appear	  to	  have	  distinct	  roles,	  characterization	  of	  the	  double	  mutant	  suggests	  they	  have	  partially	  overlapping	  functions	  and	  synergize	  to	  alter	  gene	  expression	  (Gardner	  et	  al.	  2005).	  
	   UBP10	  and	  UBP8	  both	  slow	  the	  pace	  of	  senescence,	  and	  thus	  deleting	  either	  gene	  causes	  premature	  senescence:	  15PD	  early	  (p	  =	  0.0039)	  in	  the	  case	  of	  UBP10	  and	  ~5PD	  early	  (p	  =	  0.032)	  for	  UBP8.	  	  It	  is	  interesting	  that	  the	  H2BUb	  ubiquitin	  proteases	  UBP8	  and	  UBP10	  slow	  the	  rate	  of	  senescence,	  whereas	  the	  H2BUb	  E3	  ubiquitin	  ligases	  BRE1	  and	  LGE1	  accelerate	  the	  pace	  of	  senescence.	  	  Though	  it	  is	  currently	  just	  a	  correlation,	  these	  data	  are	  consistent	  with	  the	  idea	  the	  level	  of	  H2BUb	  drives	  the	  pace	  of	  senescence.	  	  However,	  more	  work	  needs	  to	  be	  done	  to	  fully	  understand	  how	  UBP8/10	  slow	  the	  pace	  of	  senescence.	  	  Not	  only	  is	  it	  important	  to	  assess	  if	  UBP8/10	  affects	  the	  rate	  of	  senescence	  are	  through	  de-­‐ubiquitylating	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H2BUb	  (by	  performing	  epistasis	  analyses	  with	  mutants	  of	  H2B	  that	  cannot	  be	  ubiquitylated	  –	  including	  H2BK123R),	  but	  also	  we	  should	  determine	  how	  UBP8	  and	  
UBP10	  affect	  NRTS	  expression	  at	  senescence.	  	  Finally,	  because	  UBP10	  has	  already	  been	  linked	  to	  stabilizing	  the	  Rap1/Sir2/3/4	  complex	  at	  subtelomeres	  (Emre	  et	  al.	  2005),	  it	  will	  also	  be	  interesting	  to	  determine	  how	  UBP10	  affects	  Rap1	  relocalization	  from	  subtelomeres	  at	  senescence.	  
	  
SWD3	  drives	  the	  rate	  of	  senescence	  	   We	  were	  interested	  how	  the	  COMPASS	  complex	  affects	  the	  pace	  of	  senescence	  for	  two	  reasons.	  	  First,	  H3K4me3	  occupancy	  –	  a	  readout	  of	  COMPASS	  complex	  activity	  –	  preferentially	  increases	  at	  the	  upstream	  promoters	  of	  activated	  NRTS.	  	  Second,	  the	  affect	  of	  BRE1	  on	  the	  rate	  of	  senescence	  (20PD	  extension)	  is	  only	  partially	  explained	  by	  the	  H3K79	  methyltransferase	  DOT1	  (10PD	  extension),	  which	  suggests	  that	  the	  remaining	  affect	  might	  be	  due	  to	  the	  COMPASS	  complex.	  	  	  
	   To	  determine	  how	  the	  COMPASS	  complex	  affects	  the	  rate	  of	  senescence,	  we	  looked	  at	  SWD3,	  which	  not	  only	  has	  a	  positive	  genetic	  interaction	  with	  Rap1	  (Supplemental	  Figure	  3-­‐1),	  but	  also	  is	  a	  core	  member	  of	  the	  COMPASS	  complex	  that	  is	  essential	  for	  both	  complex	  formation	  and	  methyltransferase	  activity	  (Shilatifard	  2012).	  	  SWD3	  accelerates	  the	  rate	  of	  senescence	  and	  when	  deleted	  the	  cells	  senesce	  ~7PD	  (p	  =	  0.029)	  later	  than	  wildtype.	  	  Taken	  together	  with	  BRE1/LGE1	  and	  DOT1,	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these	  findings	  suggest	  that	  each	  node	  of	  histone	  cross-­‐talk	  accelerates	  the	  rate	  of	  senescence.	  	  However,	  more	  work	  needs	  to	  be	  done	  to	  understand	  how	  SWD3	  drives	  the	  rate	  of	  senescence.	  	  It	  will	  be	  important	  to	  perform	  epistasis	  experiments	  to	  determine	  if	  SWD3	  and	  BRE1	  accelerate	  the	  rate	  of	  senescence	  in	  the	  same	  pathway.	  	  In	  addition,	  we	  should	  determine	  if	  SWD3	  accelerates	  the	  rate	  of	  senescence	  through	  H3K4me3.	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Materials	  and	  Methods	  
Senescence	  assays	  Senescence	  assays	  were	  performed	  in	  YPAD	  using	  fresh	  spore	  products	  from	  dissection	  plates,	  with	  growth	  in	  liquid	  starting	  approximately	  25	  PD	  after	  loss	  of	  telomerase.	  	  All	  comparisons	  between	  different	  genotypes	  were	  performed	  using	  spore	  products	  obtained	  from	  the	  same	  TLC1/tlc1Δ	  diploid	  possessing	  any	  other	  heterozygous	  genetic	  changes	  of	  interest	  (e.g.	  BRE1/bre1Δ)	  to	  ensure	  that	  the	  haploid	  cells	  being	  compared	  had	  inherited	  telomeres	  of	  similar	  length	  and	  from	  the	  same	  epigenetic	  environment.	  	  Spore	  products	  (N=4	  per	  genotype	  unless	  otherwise	  specified)	  were	  passaged	  serially	  in	  fresh	  liquid	  media.	  	  106	  cells	  were	  inoculated	  into	  5	  mL	  of	  media,	  were	  grown	  for	  22	  hours,	  counted	  using	  a	  Coulter	  counter	  and	  then	  re-­‐inoculated	  at	  106	  cells/5	  ml	  media.	  	  Cell	  counts	  were	  used	  to	  determine	  elapsed	  PDs	  (PD	  =	  log2(final/starting	  concentration)).	  	  P-­‐values	  for	  differences	  between	  rates	  of	  senescence	  were	  calculated	  using	  the	  PD	  at	  the	  nadir	  of	  the	  curves	  for	  individual	  cultures	  and	  using	  a	  Student’s	  t-­‐test.	  	  Samples	  for	  mRNA	  expression	  and	  ChIP	  assays	  of	  senescent	  cells	  were	  obtained	  ~5	  PDs	  prior	  to	  the	  nadir	  to	  avoid	  contributions	  from	  survivors	  of	  senescence,	  and	  cells	  were	  harvested	  under	  optimal	  growth	  conditions	  (i.e.	  at	  <	  2	  x	  107	  cells/ml	  after	  12-­‐16	  hours	  of	  growth	  for	  senescent	  cultures	  after	  an	  initial	  inoculation	  at	  ≤	  2	  x	  106	  cells/ml	  in	  fresh	  medium,	  while	  carefully	  following	  their	  growth	  and	  doubling	  times).	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Chromatin	  immunoprecipitation	  and	  analysis	  ChIP	  was	  performed	  as	  previously	  described	  (Kozak	  et	  al.	  2010).	  	  Briefly,	  2x108	  cells	  were	  harvested	  during	  exponential	  growth,	  crosslinked	  with	  formaldehyde	  and	  sonicated	  to	  an	  average	  100-­‐200	  bp	  DNA	  fragment	  size.	  	  Chromatin	  (750	  µg	  total	  protein,	  measured	  using	  the	  BCA	  method)	  was	  immunoprecipitated	  using	  rabbit	  H3K4me3	  (Active	  Motif),	  rabbit	  anti-­‐total	  H3	  (ab1791,	  Abcam),	  or	  rabbit	  IgG	  (31207,	  Pierce).	  	  Purified	  DNA	  was	  quantified	  using	  qPCR	  and	  standard	  curves,	  and	  the	  enrichment	  for	  specific	  ChIP	  signals	  (H3K4me3)	  at	  specific	  target	  loci	  were	  calculated	  by	  normalization	  to	  histone	  H3	  ChIP,	  input	  (obtained	  from	  50	  µg	  total	  protein),	  rabbit	  IgG	  controls,	  and	  an	  unaffected	  reference	  locus	  (MDP1),	  as	  follows:	  	  Enrichment	  for	  Rap1	  at	  target	  locus	  =	  [(H3K4me3target	  –	  IgGtarget)/((H3target	  –	  IgGtarget)(Inputtarget))]	  /	  [(H3K4me3reference	  –	  IgGreference)/((H3reference	  –	  IgGreference)(Inputreference))].	  	  Overall	  ChIP	  patterns	  were	  similar	  when	  the	  IgG	  control	  and	  reference	  locus	  normalization	  were	  omitted	  from	  calculations.	  	  
	  
Quantitation	  of	  mRNA	  expression	  Cells	  were	  harvested	  during	  exponential	  growth	  and	  frozen	  in	  liquid	  N2	  and	  stored	  at	  -­‐800	  C.	  	  RNA	  was	  extracted	  using	  the	  RNeasy	  Mini	  protocol	  (Qiagen),	  including	  the	  on	  column	  DNaseI	  digestion.	  	  0.5	  μg	  of	  RNA	  was	  reverse	  transcribed	  using	  the	  TaqMan	  Reverse	  Transcription	  Kit	  (ABI)	  at	  25°C	  for	  10’,	  42°C	  for	  30’,	  and	  48°C	  for	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20’.	  	  cDNA	  was	  analyzed	  using	  qPCR	  analysis	  on	  a	  Roche	  Applied	  Sciences	  Light	  Cycler	  480	  using	  SYBR	  Green	  Jumpstart	  Taq	  ReadyMix	  (Sigma)	  according	  to	  kit	  directions.	  	  Samples	  were	  run	  in	  triplicate	  in	  a	  384-­‐well	  format.	  	  A	  standard	  curve	  was	  run	  for	  each	  PCR	  reaction,	  using	  4–fold	  serial	  dilutions	  of	  pooled	  cDNA	  samples.	  In	  most	  cases,	  the	  following	  qPCR	  program	  was	  run:	  95°C	  10’,	  followed	  by	  50	  cycles	  of	  [95°C	  15”,	  60°C	  59”,	  60°C	  1”	  with	  signal	  acquisition],	  followed	  by	  signal	  acquisition	  during	  melting	  up	  to	  95°C	  to	  ensure	  single	  species	  amplification.	  	  	  
175	  	  
	  
176	  	  
Figure	  3-­1.	  	  BRE1/LGE1	  the	  H2BK123	  E3	  ubiquitin	  ligase	  complex	  drives	  the	  
rate	  of	  senescence.	  	  	  (A)	  BRE1	  accelerates	  the	  pace	  of	  senescence.	  	  Senescence	  assay	  comparing	  wild-­‐type	  (n	  =	  2),	  bre1Δ	  (n	  =	  2),	  tlc1Δ	  (n	  =	  5),	  and	  bre1Δtlc1Δ	  cells	  (n	  =	  5).	  	  P	  =	  0.0022	  for	  delayed	  senescence	  by	  deleting	  BRE1.	  	  (B)	  LGE1	  accelerates	  the	  pace	  of	  senescence.	  	  Senescence	  assay	  comparing	  wild-­‐type	  (n	  =	  2),	  tlc1Δ	  (n	  =	  5),	  and	  lge1Δtlc1Δ	  cells	  (n	  =	  5).	  	  P	  =	  0.0001	  for	  delayed	  senescence	  by	  deleting	  LGE1.	  	  P-­‐values	  were	  calculated	  using	  a	  one-­‐tailed	  student’s	  t-­‐test.	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Figure	  3-­2.	  	  BRE1	  is	  necessary	  to	  activate	  NRTS	  at	  senescence.	  	  	  
(A)	  At	  senescence,	  the	  level	  of	  H3K4me3	  goes	  up	  at	  the	  upstream	  promoter	  regions	  of	  activated	  NRTS	  genes.	  	  H3K4me3	  ChIP	  enrichment	  is	  the	  ratio	  of	  the	  H3K4me3	  level	  at	  each	  targeted	  locus	  compared	  with	  MDP1	  (a	  gene	  that	  is	  neither	  targeted	  by	  Rap1	  nor	  differentially	  expressed	  at	  senescence),	  normalized	  to	  nonspecific	  IgG	  and	  input	  controls.	  	  All	  qPCR	  data	  are	  means	  (N	  =	  3).	  	  (B-­‐C)	  Activation	  of	  NRTS	  at	  senescence	  depend	  on	  BRE1.	  	  qPCR	  measurements	  of	  mRNA	  from	  wild-­‐type	  (WT)	  (n	  =	  2),	  bre1Δ	  (n	  =	  2),	  senescent	  tlc1Δ	  (n	  =	  4),	  senescent	  bre1Δtlc1Δ	  PD	  matched	  (n	  =	  4)	  cultures	  (Figure	  3-­‐2B),	  and	  senescent	  bre1Δtlc1Δ	  senescence	  matched	  (n	  =	  4)	  cultures	  (Figure	  3-­‐2C).	  	  Graphical	  representation	  of	  the	  distinction	  between	  PD	  and	  senescence	  matched	  samples;	  red	  dots	  correspond	  to	  approximately	  when	  the	  samples	  were	  harvested.	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Figure	  3-­3.	  UBP10	  and	  UBP8	  H2BK123	  deubiquitinases	  slow	  the	  rate	  of	  
senescence.	  	  	  (A)	  UBP10	  slows	  the	  pace	  of	  senescence.	  	  Senescence	  assay	  comparing	  wild-­‐type	  (n	  =	  2),	  tlc1Δ	  (n	  =	  5),	  and	  ubp10Δtlc1Δ	  cells	  (n	  =	  5).	  	  P	  =	  0.0039	  for	  accelerated	  senescence	  by	  deleting	  UBP10.	  	  (B)	  UBP8	  slows	  the	  pace	  of	  senescence.	  	  Senescence	  assay	  comparing	  wild-­‐type	  (n	  =	  2),	  tlc1Δ	  (n	  =	  5),	  and	  ubp8Δtlc1Δ	  cells	  (n	  =	  5).	  	  P	  =	  0.032	  for	  accelerated	  senescence	  by	  deleting	  UBP8.	  	  P-­‐values	  were	  calculated	  using	  a	  one-­‐tailed	  student’s	  t-­‐test.	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Figure	  3-­4.	  	  SWD3	  an	  essential	  member	  of	  the	  COMPASS	  complex	  drives	  the	  
rate	  of	  senescence.	  	  	  Senescence	  assay	  comparing	  wild-­‐type	  (n	  =	  2),	  swd3Δ	  (n	  =	  2),	  tlc1Δ	  (n	  =	  5),	  and	  swd3Δtlc1Δ	  cells	  (n	  =	  5).	  	  P	  =	  0.029	  for	  delayed	  senescence	  by	  deleting	  SWD3.	  	  P-­‐value	  was	  calculated	  using	  a	  one-­‐tailed	  student’s	  t-­‐test.	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Supplemental	  Figure	  3-­1.	  	  Deleting	  BRE1,	  LGE1,	  or	  members	  of	  the	  
downstream	  COMPASS	  complex	  give	  a	  growth	  advantage	  the	  hypomoric	  rap1	  
DAmP	  strain.	  	  	  The	  figure	  is	  adapted	  from	  Collins	  et	  al.	  (Collins	  et	  al.	  2007).	  	  These	  data	  were	  acquired	  from	  an	  SGA	  (synthetic	  genetic	  analysis)	  screen,	  which	  involves	  comparing	  the	  vegetative	  growth	  of	  single	  mutants	  to	  double	  mutants	  and	  then	  uses	  those	  data	  to	  calculate	  if	  there	  is	  a	  significant	  positive	  or	  negative	  genetic	  interaction	  between	  various	  mutants	  and	  alleles.	  	  Yellow	  and	  blue	  represent	  positive	  and	  negative	  genetic	  interactions	  respectively.	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CHAPTER	  4:	  Factors	  that	  affect	  the	  slower-­mobility	  Rap1	  species	  at	  
senescence	  	  	   Several	  slower-­‐mobility	  Rap1	  species	  appear	  at	  senescence	  (Chapter	  2).	  	  It	  is	  possible	  that	  these	  reflect	  Rap1	  post-­‐translational	  modifications	  that	  might	  influence	  Rap1	  activities	  at	  senescence.	  	  We	  wanted	  to	  better	  characterize	  these	  Rap1	  species,	  and	  so	  we	  screened	  various	  factors	  that	  affect	  protein	  post-­‐tranlsational	  modification.	  	  Because	  the	  senescence-­‐associated	  Rap1	  species	  are	  substantially	  heavier	  than	  full	  length	  Rap1	  (some	  are	  40kd	  and	  >100kd	  heavier	  than	  full-­‐length	  Rap1)	  and	  they	  are	  fairly	  labile	  (Chapter	  2),	  we	  considered	  that	  the	  Rap1	  species	  might	  be	  modified	  by	  SUMOylation,	  ubiquitylation,	  or	  NEDDylation.	  	  
	  
RESULTS	  and	  DISCUSSION	  
	  
Slower-­mobility	  Rap1	  species	  present	  at	  senescence	  depend	  on	  MEC1	  but	  are	  
phosphatase	  resistant	  	  	  	   As	  discussed	  in	  Chapter	  2,	  several	  slower-­‐mobility	  Rap1	  species	  are	  enriched	  and	  become	  quite	  prominent	  at	  senescence	  (Figure	  4-­‐1A).	  	  These	  species	  appear	  as	  four	  discrete	  bands	  of	  varying	  intensities	  that	  range	  in	  size	  from	  ~125kD	  to	  >200kD	  (Figure	  4-­‐1A,B)	  and	  are	  detected	  by	  three	  different	  Rap1	  antibodies	  (santa	  cruz	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antibodies	  yC-­‐19,	  y-­‐300,	  and	  yN-­‐18;	  data	  not	  shown).	  	  Though	  they	  are	  efficiently	  extracted	  under	  denaturing	  TCA	  conditions,	  we	  do	  not	  see	  these	  Rap1	  species	  when	  senescent	  cells	  are	  extracted	  using	  less	  harsh	  protocols	  (for	  example	  whole	  cell	  extracts	  (WCE),	  Chapter	  2).	  	  Because	  other	  nuclear	  proteins	  are	  efficiently	  extracted	  with	  WCE,	  these	  findings	  suggest	  that	  the	  slower-­‐mobility	  Rap1	  species	  are	  fairly	  labile.	  	  Either	  the	  Rap1	  species	  are	  being	  degraded	  or	  the	  post-­‐translational	  modifications	  are	  being	  removed.	  	  It	  is	  also	  important	  to	  note	  that	  the	  level	  of	  tubulin	  per	  cell	  increases	  at	  senescence	  (Figure	  4-­‐1A).	  	  This	  is	  consistent	  with	  previous	  reports	  in	  the	  literature	  that	  cell	  size	  increases	  dramatically	  at	  senescence	  (Johnson	  et	  al.	  2001;	  IJpma	  and	  Greider	  2003;	  Matsui	  and	  Matsuura	  2010).	  
	   In	  the	  course	  of	  studying	  Rap1	  relocalization,	  we	  determined	  that	  MEC1	  is	  necessary	  to	  both	  remove	  Rap1	  from	  subtelomeres	  and	  to	  activate	  NRTS	  at	  senescence	  (Chapter	  2).	  	  MEC1	  is	  the	  S.	  cerevisiae	  homologue	  of	  human	  ATR	  and	  is	  also	  a	  checkpoint	  kinase	  that	  modulates	  the	  DNA	  damage	  response	  (Morrow	  et	  al.	  1995).	  	  At	  senescence,	  MEC1	  is	  part	  of	  the	  pathway	  that	  senses	  dysfunctional	  telomeres	  as	  DNA	  double	  strand	  breaks	  and	  signals	  a	  cell	  cycle	  arrest	  (Abdallah	  et	  al.	  2009;	  IJpma	  and	  Greider	  2003;	  Enomoto	  et	  al.	  2002).	  
	   While	  characterizing	  how	  MEC1	  and	  the	  DDR	  act	  on	  Rap1	  at	  senescence,	  we	  noticed	  that	  the	  slower	  mobility	  Rap1	  species	  depend	  MEC1	  (Figure	  4-­‐1B).	  	  Because	  
MEC1	  affects	  the	  entire	  RAP1	  pathway	  at	  senescence	  (including	  Rap1	  relocalization	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and	  NRTS	  upregulation),	  these	  data	  further	  strengthen	  the	  connection	  between	  the	  slower-­‐mobility	  Rap1	  species	  and	  the	  Rap1-­‐dependent	  changes	  at	  senescence.	  	  However,	  these	  findings	  do	  not	  establish	  a	  causal	  link.	  	  Another	  interesting	  aspect	  about	  these	  data	  is	  that	  they	  suggest	  that	  MEC1	  orchestrates	  post-­‐translational	  modification	  of	  Rap1	  at	  senescence,	  either	  directly	  or	  indirectly.	  	  There	  are	  three	  likely	  scenarios.	  	  First,	  it	  is	  possible	  that	  Mec1	  directly	  phosphorylates	  Rap1	  at	  senescence.	  	  Second,	  MEC1	  might	  have	  an	  indirect	  role	  in	  this	  process	  and	  instead	  act	  upstream,	  regulating	  the	  factors	  that	  post-­‐translationally	  modify	  Rap1.	  	  Finally,	  to	  ‘muddy	  the	  waters,’	  both	  scenarios	  might	  be	  true.	  	  Because	  there	  are	  several	  slower-­‐mobility	  Rap1	  species,	  MEC1’s	  role	  might	  be	  direct	  for	  some	  and	  indirect	  for	  others.	  
	   We	  were	  excited	  by	  the	  possibility	  that	  Mec1	  might	  directly	  phosphorylate	  Rap1	  at	  senescence.	  	  Rap1	  is	  known	  to	  be	  phosphorylated	  in	  vivo	  (Smolka	  et	  al.	  2007).	  	  As	  a	  result,	  we	  tested	  the	  possibility	  that	  the	  slower-­‐mobility	  Rap1	  species	  are	  phosphorylated	  forms	  of	  Rap1	  by	  treating	  the	  neutralized	  extracts	  with	  increasing	  amounts	  of	  phosphatase	  (Figure	  4-­‐1C).	  	  The	  slower-­‐mobility	  Rap1	  species	  are	  phosphatase	  resistant,	  which	  suggests	  that	  the	  slow	  mobility	  species	  are	  not	  due	  to	  phosphorylation.	  	  This	  is	  consistent	  with	  work	  from	  Zhou	  and	  colleagues	  who	  show	  that	  when	  cells	  are	  treated	  with	  the	  DNA	  damaging	  agent	  methyl	  methanesulfonate	  (MMS)	  Mec1	  does	  not	  directly	  phosphorylate	  Rap1	  (Smolka	  et	  al.	  2007;	  however	  it	  is	  important	  to	  note	  that	  this	  genome	  wide	  screen	  may	  not	  have	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been	  that	  sensitive).	  	  Instead,	  our	  data	  suggest	  that	  MEC1	  indirectly	  regulates	  the	  post-­‐translational	  modification	  of	  Rap1	  at	  senescence.	  
	  
	   To	  determine	  how	  Rap1	  is	  modified	  at	  senescence	  and	  better	  characterize	  its	  slow-­‐mobility	  species,	  we	  performed	  a	  targeted	  screen	  of	  enzymes	  that	  catalyze	  the	  addition	  of	  large	  post-­‐translational	  modifications	  –	  including	  SUMO,	  ubiquitin,	  and	  NEDD.	  
	  
SIZ1	  and	  SIZ2	  	   We	  considered	  the	  possibility	  that	  some	  of	  the	  slow-­‐mobility	  Rap1	  species	  present	  at	  senescence	  were	  Rap1	  proteins	  that	  had	  been	  modified	  by	  SUMO	  (small	  ubiquitin-­‐like	  modifier	  protein).	  	  There	  were	  several	  reasons	  we	  were	  interested	  in	  SUMO	  and	  compelled	  to	  test	  if	  the	  slow	  mobility	  Rap1	  species	  were	  dependent	  on	  SUMOylation	  (the	  addition	  of	  SUMO	  to	  a	  target	  protein).	  	  On	  the	  surface,	  SUMO	  is	  a	  large	  protein	  modification	  (~11kD)	  and	  so	  poly-­‐SUMOylation	  could	  account	  for	  the	  large	  shifts	  of	  Rap1.	  	  However,	  on	  a	  deeper	  biological	  level,	  SUMOylation	  is	  important	  in	  regulating	  the	  DNA	  damage	  response	  and	  the	  rate	  of	  senescence	  (Chavez	  et	  al.	  2010;	  Jackson	  and	  Durocher	  2013;	  Psakhye	  and	  Jentsch	  2012).	  	  Furthermore	  the	  absolute	  levels	  of	  protein	  SUMOylation	  go	  up	  dramatically	  at	  senescence,	  which	  increase	  the	  likelihood	  that	  the	  slow-­‐mobility	  Rap1	  species	  are	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SUMOylation	  products	  (Chavez	  et	  al.	  2010).	  	  We	  were	  also	  intrigued	  by	  SUMO	  because	  Rap1	  was	  previously	  shown	  to	  be	  SUMOylated	  under	  various	  stress	  conditions	  –	  including	  heat	  shock	  and	  DNA	  damage	  (Hang	  et	  al.	  2011).	  	  Several	  years	  later,	  these	  SUMOlyated	  Rap1	  species	  were	  shown	  to	  promote	  via	  NHEJ	  telomere	  fusions,	  which	  also	  go	  up	  dramatically	  at	  senescence	  (Lescasse	  et	  al.	  2013;	  Hackett	  and	  Greider	  2003).	  	  We	  were	  further	  intrigued	  by	  Rap1	  SUMOylation	  because	  it	  is	  conserved	  throughout	  evolution	  (from	  yeast	  to	  humans).	  Human	  Rap1	  (hRap1)	  is	  SUMOylated	  and	  contributes	  to	  telomere	  recombination	  and	  maintenance	  in	  ALT	  cells	  (alternative	  lengthening	  of	  telomeres)	  (Potts	  and	  Yu	  2007).	  Although	  the	  functions	  of	  yeast	  and	  human	  SUMOylated	  Rap1	  have	  diverged	  over	  evolutionary	  time,	  the	  conservation	  of	  this	  mark	  throughout	  evolution	  highlights	  its	  importance.	  	  Based	  on	  the	  importance	  of	  SUMOylation	  in	  regulating	  the	  DNA	  damage	  response	  and	  previous	  data	  on	  Rap1	  SUMOylation,	  we	  tested	  if	  Rap1	  was	  SUMOylated	  at	  senescence.	  	  
	   To	  test	  if	  Rap1	  was	  SUMOylated	  at	  senescence	  we	  deleted	  SIZ1	  and	  SIZ2.	  	  SIZ1	  and	  SIZ2	  are	  SUMO	  E3	  ligases	  that	  catalyze	  the	  final	  step	  in	  the	  process	  of	  adding	  SUMO	  to	  a	  target	  protein.	  	  There	  are	  several	  reasons	  why	  we	  chose	  to	  look	  at	  SIZ1	  and	  SIZ2.	  	  First,	  SIZ1	  and	  SIZ2	  catalyze	  the	  majority	  of	  protein	  SUMOylation	  in	  vegatatively	  growing	  cells	  (Chavez	  et	  al.	  2010).	  	  Second,	  unlike	  the	  other	  major	  SUMO	  E3	  ligase	  MMS21,	  neither	  gene	  slows	  the	  rate	  of	  senescence	  (SIZ2	  accelerates	  the	  rate	  of	  senescence,	  whereas	  SIZ1	  has	  no	  affect	  on	  the	  rate	  of	  senescence),	  which	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is	  consistent	  with	  our	  hypothesis	  that	  the	  slow-­‐mobility	  Rap1	  species	  have	  acquired	  new	  functions	  and	  accelerate	  the	  rate	  of	  senescence	  (Chavez	  et	  al.	  2010).	  	  
	   Whereas	  SIZ1	  does	  not	  affect	  Rap1	  post-­‐translational	  modification	  (Figure	  4-­‐2A),	  SIZ2	  is	  necessary	  for	  several	  (two	  of	  the	  four	  species,	  including	  the	  ~140kD	  and	  >200kD	  species)	  of	  the	  modified	  Rap1	  species	  present	  at	  senescence	  (Figure	  4-­‐2B).	  	  On	  one	  hand,	  assuming	  that	  the	  slow	  mobility	  species	  drive	  the	  rate	  of	  senescence,	  our	  findings	  are	  consistent	  with	  the	  way	  SIZ1	  and	  SIZ2	  affect	  the	  pace	  of	  senescence	  (Chavez	  et	  al.	  2010).	  	  However,	  on	  the	  other	  hand,	  the	  role	  of	  SIZ1	  and	  SIZ2	  appear	  to	  have	  swapped	  at	  senescence	  as	  compared	  to	  stationary	  yeast	  cells	  (Lescasse	  et	  al.	  2013).	  	  Unlike	  our	  findings,	  Marcand	  and	  colleagues	  find	  that	  SIZ1	  –	  as	  compared	  to	  
SIZ2	  –	  plays	  a	  more	  prominent	  role	  in	  poly-­‐SUMOylating	  Rap1	  in	  stationary	  yeast	  cells	  (Lescasse	  et	  al.	  2013).	  	  The	  significance	  of	  these	  differences	  is	  not	  entirely	  clear	  and	  might	  simply	  represent	  a	  biological	  difference	  between	  stationary	  and	  senescent	  yeast.	  
	   Altogether,	  our	  data	  suggest	  that	  SIZ2	  orchestrates	  the	  post-­‐translational	  modification	  of	  several	  slow-­‐mobility	  Rap1	  species	  present	  at	  senescence.	  	  However,	  we	  do	  not	  know	  how	  SIZ2	  post-­‐translationally	  modifies	  Rap1	  at	  senescence	  and	  what	  role	  it	  plays	  in	  this	  process.	  	  Similar	  to	  MEC1,	  one	  possibility	  is	  that	  SIZ2	  directly	  SUMOylates	  Rap1	  at	  senescence.	  	  Alternatively,	  SIZ2	  might	  just	  be	  an	  upstream	  effector	  in	  a	  pathway	  that	  leads	  to	  Rap1	  post-­‐translational	  modification	  at	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senescence.	  	  To	  get	  at	  this	  question,	  we	  tried	  immuno-­‐precipitating	  (IP)	  Rap1	  from	  cycling	  and	  senescent	  cultures.	  	  Although	  we	  were	  able	  to	  IP	  Rap1	  in	  both	  conditions,	  we	  were	  unable	  to	  purify	  the	  slow-­‐mobility	  Rap1	  species	  (data	  not	  shown).	  	  Most	  likely	  the	  labile	  modifications	  were	  cleaved	  off	  once	  the	  samples	  were	  neutralized.	  	  To	  get	  around	  these	  problems,	  we	  will	  IP	  tagged	  Smt3	  (S.	  cerevisiae	  SUMO)	  at	  senescence	  under	  denaturing	  conditions	  as	  previously	  described	  (using	  TCA	  and	  His	  tagged	  proteins),	  which	  will	  hopefully	  allow	  us	  to	  further	  characterize	  these	  species	  with	  mass-­‐spectrometry	  (Lescasse	  et	  al.	  2013).	  
	   Another	  interesting	  point	  is	  that	  the	  same	  Rap1	  species	  that	  are	  dependent	  on	  SIZ2	  are	  also	  dependent	  on	  MEC1	  (Figure	  4-­‐1A,	  4-­‐2A,	  4-­‐3C).	  	  There	  are	  several	  interpretation	  of	  these	  findings:	  1)	  Mec1	  is	  upstream	  of	  Siz2,	  which	  directly	  SUMOylates	  Rap1;	  2)	  Siz2	  is	  upstream	  of	  Mec1	  or	  3)	  Mec1	  and	  Siz2	  are	  both	  upstream	  of	  another	  unknown	  factor	  that	  modifies	  Rap1	  at	  senescence.	  	  Although	  epistasis	  experiments	  will	  be	  necessary	  to	  work	  out	  this	  pathway,	  we	  should	  first	  characterize	  these	  slow-­‐mobility	  Rap1	  species	  with	  IP-­‐mass	  spec	  and	  determine	  their	  identities.	  
	   Thus	  far,	  our	  data	  suggests	  that	  Rap1	  might	  be	  SUMOylated	  at	  senescence,	  however	  we	  do	  not	  know	  if	  these	  species	  actually	  affect	  the	  pace	  of	  senescence	  or	  they	  are	  just	  co-­‐occurring	  biomarkers	  that	  are	  not	  functionally	  important.	  	  To	  address	  this	  question	  we	  focused	  on	  ULS1	  a	  SUMO-­‐targeted	  ubiquitin	  ligase	  (STUbL)	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whose	  only	  known	  target	  is	  Rap1.	  	  Uls1	  is	  thought	  to	  ubiquitylate	  SUMOylated	  Rap1	  and	  direct	  these	  species	  for	  degradation	  (Lescasse	  et	  al.	  2013).	  	  Thus	  when	  ULS1	  is	  deleted	  poly-­‐SUMOylated	  Rap1	  species	  accumulate	  along	  with	  telomere	  fusions.	  	  When	  we	  deleted	  ULS1	  the	  cells	  rapidly	  senesced	  as	  compared	  to	  the	  wild-­‐type	  controls	  (p	  =	  0.0129;	  Figure	  4-­‐2C).	  	  These	  data	  suggest	  that	  ULS1	  slows	  the	  rate	  of	  senescence	  and	  are	  consistent	  with	  the	  idea	  that	  SUMOylated	  Rap1	  species	  accelerate	  the	  pace	  of	  senescence.	  	  However,	  at	  the	  moment	  it	  is	  not	  clear	  how	  ULS1	  slows	  the	  pace	  of	  senescence	  and	  more	  work	  needs	  to	  be	  done	  to	  characterize	  its	  affects.	  	  On	  one	  hand,	  it	  is	  possible	  that	  the	  benefit	  of	  ULS1	  is	  completely	  though	  targeting	  SUMOylated	  Rap1	  species	  for	  degradation.	  	  Alternatively,	  it	  all	  could	  be	  through	  Rap1-­‐independent	  functions	  of	  ULS1.	  	  To	  get	  at	  these	  questions	  epistasis	  experiments	  with	  various	  rap1	  alleles	  –	  including	  rap1	  DAmP,	  rap1	  Tet-­off,	  and	  rap1-­
2R	  (a	  Rap1	  allele	  that	  reduces	  Rap1	  poly-­‐SUMOylation)	  –	  will	  help	  us	  determine	  if	  the	  benefit	  of	  ULS1	  at	  senescence	  is	  through	  Rap1	  and	  its	  SUMOylation.	  
	  
UBI4	  	   We	  also	  wondered	  if	  some	  of	  the	  slow-­‐mobility	  Rap1	  species	  present	  at	  senescence	  were	  ubiquitylated	  (the	  addition	  of	  ubiquitin	  to	  a	  target	  protein)	  forms	  of	  Rap1.	  	  Our	  justification	  to	  test	  ubiquitination	  was	  similar	  to	  our	  rationale	  to	  test	  SUMOylation.	  	  That	  is,	  we	  were	  attracted	  to	  ubiquitination	  because	  the	  modification	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is	  large	  (ubiquitin	  is	  a	  ~8.4kD	  protein)	  and	  important	  in	  regulating	  the	  DNA	  damage	  response	  (Jackson	  and	  Durocher	  2013).	  	  	  
	   Ubiquitin	  is	  frequently	  linked	  to	  proteins	  via	  an	  isopeptide	  linkage	  between	  the	  carboxyl	  terminus	  of	  ubiquitin	  and	  the	  ε–amino	  group	  of	  the	  target	  lysine	  residue	  in	  the	  modified	  protein	  (Finley	  et	  al.	  2012).	  	  Similar	  to	  higher	  eukaryotes,	  ubiquitylation	  in	  S.	  cerevisiae	  is	  carried	  out	  by	  an	  E1-­‐E2-­‐E3	  enzymatic	  cascade,	  which	  involves	  one	  E1	  enzymes	  (UBA1),	  eleven	  E2	  enzymes,	  and	  60-­‐100	  E3	  enzymes	  (Finley	  et	  al.	  2012).	  	  The	  complexity	  of	  the	  ubiquitin	  system	  does	  not	  stop	  there;	  4	  different	  genes	  encode	  for	  ubiquitin	  in	  yeast	  –	  UBI1,	  UBI2,	  UBI3,	  and	  UBI4	  (Ozkaynak	  et	  al.	  1987).	  	  Interestingly,	  UBI1,	  UBI2,	  and	  UBI3	  encode	  for	  ribosomal	  protein-­‐ubiquitin	  fusions	  (the	  alternative	  names	  of	  these	  genes	  are	  RPL40A,	  RPL40B,	  and	  RPS31)	  that	  are	  processed	  and	  ultimately	  cleaved	  apart	  (Finley	  et	  al.	  1989).	  	  On	  the	  other	  hand,	  UBI4	  encodes	  five	  head-­‐to-­‐tail	  copies	  of	  ubiquitin	  that	  are	  processed	  into	  ubiquitin	  monomers	  (Ozkaynak	  et	  al.	  1984;	  1987;	  Finley	  et	  al.	  1987).	  	  Under	  various	  stress	  conditions	  –	  including	  heat	  shock,	  starvation,	  and	  amino	  acid	  analogs	  –	  UBI4	  is	  upregulated	  and	  essential	  to	  respond	  to	  the	  stresses	  (Finley	  et	  al.	  1987).	  
	   We	  tested	  the	  possibility	  that	  Rap1	  was	  ubiquitylated	  at	  senescence	  by	  deleting	  UBI4	  and	  senescing	  the	  cells.	  	  One	  slow-­‐mobility	  Rap1	  species	  (~125kD)	  is	  dependent	  on	  UBI4,	  whereas	  another	  species	  is	  partially	  dependent	  (~140kD;	  Figure	  4-­‐3A).	  	  Once	  again,	  these	  data	  open	  a	  lot	  of	  questions	  about	  the	  role	  that	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ubiquitylation	  plays	  in	  modifying	  Rap1	  and	  how	  direct	  it	  is	  at	  senescence.	  	  On	  one	  hand,	  these	  Rap1	  species	  might	  be	  ubiquitylated	  forms	  of	  Rap1,	  or	  alternatively	  ubiquitylation	  might	  simply	  regulate	  the	  Rap1	  modification	  pathway	  at	  senescence.	  	  To	  get	  at	  this	  question,	  we	  should	  use	  Rap1	  IP-­‐mass	  spec,	  non-­‐ubiquitylatable	  mutants	  of	  Rap1,	  and	  various	  alleles	  of	  UBA1	  to	  completely	  shut	  down/dampen	  ubiquitylation	  at	  senescence.	  
	  
RUB1	  	   We	  also	  considered	  the	  possibility	  that	  some	  Rap1	  species	  at	  senescence	  were	  NEDDylated	  (the	  addition	  of	  NEDD8	  to	  a	  target	  protein).	  	  In	  S.	  cerevisiae,	  the	  NEDD8	  homologue	  is	  RUB1,	  which	  encodes	  for	  a	  ~9kD	  protein.	  	  Activated	  Rub1	  is	  first	  conjugated	  to	  an	  E1	  heterodimer	  (Ula1/Uba3),	  which	  then	  transfers	  it	  to	  an	  E2	  enzyme	  (Ubc12),	  which	  in	  turn	  conjugates	  it	  to	  its	  target	  protein	  (Liakopoulos	  et	  al.	  1998).	  	  We	  tested	  the	  possibility	  that	  Rap1	  was	  NEDDylated	  at	  senescence	  by	  deleting	  RUB1	  and	  senescing	  the	  cells.	  	  However,	  it	  appears	  that	  none	  of	  the	  slower-­‐mobility	  Rap1	  species	  present	  at	  senescence	  depend	  on	  RUB1	  (Figure	  4-­‐3B),	  which	  suggests	  that	  none	  of	  these	  modified	  Rap1	  species	  are	  NEDDylation	  products.	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MATERIALS	  and	  METHODS	  
Senescence	  assays	  	   Senescence	  assays	  were	  performed	  in	  YPAD	  using	  fresh	  spore	  products	  from	  dissection	  plates.	  	  All	  comparisons	  between	  different	  genotypes	  were	  performed	  using	  spore	  products	  obtained	  from	  the	  same	  TLC1/tlc1Δ	  diploid	  possessing	  any	  other	  heterozygous	  genetic	  changes	  of	  interest	  (e.g.	  SIZ2/siz2Δ)	  to	  ensure	  that	  the	  haploid	  cells	  being	  compared	  had	  inherited	  telomeres	  of	  similar	  length	  and	  from	  the	  same	  epigenetic	  environment.	  	  For	  liquid	  senescence	  assays,	  cells	  were	  grown	  in	  liquid	  starting	  approximately	  25	  PD	  after	  loss	  of	  telomerase.	  Spore	  products	  (N=4	  per	  genotype	  unless	  otherwise	  specified)	  were	  passaged	  serially	  in	  fresh	  liquid	  media.	  	  106	  cells	  were	  inoculated	  into	  5	  mL	  of	  media,	  were	  grown	  for	  22	  hours,	  counted	  using	  a	  Coulter	  counter	  and	  then	  re-­‐inoculated	  at	  106	  cells/5	  ml	  media.	  Cell	  counts	  were	  used	  to	  determine	  elapsed	  PDs	  (PD	  =	  log2(final/starting	  concentration)).	  	  P-­‐values	  for	  differences	  between	  rates	  of	  senescence	  were	  calculated	  using	  the	  PD	  at	  the	  nadir	  of	  the	  curves	  for	  individual	  cultures	  and	  using	  a	  Student’s	  t-­‐test.	  	  For	  restreak	  senescence	  assays,	  cells	  were	  streaked	  out	  for	  single	  colonies	  on	  YPAD	  plates	  starting	  from	  spore	  products	  (N=3	  per	  genotype	  unless	  otherwise	  specified).	  	  All	  the	  relevant	  genotypes	  (e.g.	  WT,	  siz2Δ,	  tlc1Δ,	  siz2Δtlc1Δ)	  were	  streaked	  on	  the	  same	  plate.	  	  Cells	  were	  allowed	  to	  grow	  for	  2	  days,	  imaged	  on	  a	  scanner,	  and	  then	  multiple	  single	  colonies	  (at	  least	  5	  of	  the	  averaged	  sized	  colonies	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–	  i.e.	  neither	  the	  largest	  nor	  the	  smallest)	  from	  an	  individual	  genotype	  were	  restreaked	  onto	  another	  YPAD	  plate.	  	  
	   Samples	  for	  immunoblotting	  of	  senescent	  cells	  were	  obtained	  ~5	  PDs	  prior	  to	  the	  nadir	  (for	  liquid	  senescence	  assays)	  and	  close	  to	  the	  nadir	  (for	  restreak	  senescence	  assays)	  to	  avoid	  contributions	  from	  survivors	  of	  senescence,	  and	  cells	  were	  harvested	  under	  optimal	  growth	  conditions	  (i.e.	  at	  <	  2	  x	  107	  cells/ml	  after	  between	  12-­‐16	  hours	  of	  growth	  in	  fresh	  medium	  after	  an	  initial	  inoculation	  at	  ≤	  2	  x	  106	  cells/ml,	  while	  carefully	  following	  their	  growth	  and	  doubling	  times).	  	  For	  restreak	  assays,	  in	  order	  to	  get	  enough	  cells	  for	  the	  initial	  inoculation,	  as	  many	  cells	  as	  possible	  from	  each	  genotype	  were	  inoculated	  overnight	  in	  5mL	  of	  YPAD	  from	  the	  second	  to	  last	  restreak	  plate.	  	  	  
	  
Cell	  extract	  preparation	  and	  immunoblotting	  	   Cells	  were	  counted	  using	  a	  Coulter	  counter,	  harvested	  during	  exponential	  growth	  by	  centrifugation	  and	  pellets	  containing	  ~	  1-­‐2x108	  cells	  were	  frozen	  in	  liquid	  N2	  and	  then	  stored	  at	  -­‐80˚C.	  	  Cell	  pellets	  were	  resuspended	  in	  200	  μl	  of	  20%	  TCA	  along	  with	  400	  μl	  acid-­‐washed	  glass	  beads	  (soda	  lime;	  BioSpec),	  disrupted	  with	  a	  mini–beadbeater	  for	  3	  x	  90	  sec	  at	  4°C,	  and	  extracts	  were	  centrifuged	  at	  14,000	  rpm	  for	  10	  min.	  	  Pellets	  were	  resuspended	  in	  100	  μl	  Laemmli	  buffer	  and	  ~50	  μl	  2	  M	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Tris	  base	  to	  neutralize	  pH.	  	  Samples	  were	  recentrifuged	  at	  14,000	  rpm	  for	  10	  min,	  boiled,	  and	  loaded	  by	  equal	  cell	  number.	  	  
	   Extracts	  were	  run	  on	  4–12%	  Bis-­‐Tris	  gels	  (NuPAGE,	  Invitrogen)	  and	  transferred	  to	  nitrocellulose	  membranes.	  	  Membranes	  were	  blotted	  with	  anti-­‐Rap1	  antibody	  (Y-­‐300,	  Santa	  Cruz),	  anti-­‐tubulin	  antibody	  (ab6160,	  Abcam).	  	  Membranes	  were	  blocked	  with	  TBS-­‐T	  (0.1%	  Tween-­‐20)	  with	  5%	  milk	  and	  all	  wash	  steps	  were	  performed	  with	  TBS–T.	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  Figure	  4-­1.	  Slower-­mobility	  species	  of	  Rap1	  present	  at	  senescence	  depend	  on	  
MEC1.	  	  	  (A)	  The	  levels	  of	  several	  slower-­‐mobility	  Rap1	  species	  go	  up	  at	  senescence.	  	  (B)	  Senescence-­‐associated	  slower-­‐mobility	  Rap1	  species	  depend	  on	  MEC1.	  	  (C)	  The	  slower-­‐mobility	  Rap1	  species	  present	  at	  senescence	  are	  phosphatase	  resistant.	  	  Immunoblots	  of	  TCA	  extracts,	  loaded	  by	  equal	  cell	  number	  and	  stained	  with	  anti-­‐Rap1	  or	  anti-­‐tubulin	  antibodies.	  	  For	  phosphatase	  treatment,	  TCA	  extracts	  were	  neutralized	  and	  then	  incubated	  with	  increasing	  amount	  of	  calf	  intestinal	  phosphatase	  (CIP).	  	  For	  all	  experiments,	  senescent	  cultures	  were	  harvested	  five	  PDs	  prior	  to	  the	  growth	  nadir,	  which	  for	  sml1Δ	  tlc1Δ	  was	  ∼70	  PDs	  and	  for	  mec1Δ	  sml1Δ	  
tlc1Δ	  was	  ∼80	  PDs.	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Figure	  4-­2.	  Slower-­mobility	  species	  of	  Rap1	  present	  at	  senescence	  depend	  on	  
(A)	  SIZ2	  but	  not	  (B)	  SIZ1.	  	  	  Immunoblots	  of	  TCA	  extracts,	  loaded	  by	  equal	  cell	  number	  and	  stained	  with	  anti-­‐Rap1	  or	  anti-­‐tubulin	  antibodies.	  	  For	  all	  experiments,	  cells	  were	  senesced	  by	  restreaking	  and	  senescent	  cultures	  were	  harvested	  close	  to	  the	  growth	  nadir.	  (C)	  
ULS1	  slows	  the	  rate	  of	  senescence.	  	  Senescence	  assay	  comparing	  wild-­‐type	  (n	  =	  2),	  
tlc1Δ	  (n	  =	  5),	  and	  uls1Δtlc1Δ	  cells	  (n	  =	  5).	  	  P	  =	  0.0192	  for	  accelerated	  senescence	  by	  deleting	  ULS1.	  	  P-­‐value	  was	  calculated	  using	  a	  one-­‐tailed	  student’s	  t-­‐test.	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Figure	  4-­3.	  	  Some	  Slower-­mobility	  species	  of	  Rap1	  present	  at	  senescence	  
depend	  on	  (A)	  UBI4	  but	  not	  (B)	  RUB1.	  	  	  Immunoblots	  of	  TCA	  extracts,	  loaded	  by	  equal	  cell	  number	  and	  stained	  with	  anti-­‐Rap1	  or	  anti-­‐tubulin	  antibodies.	  	  For	  all	  experiments,	  cells	  were	  senesced	  by	  restreaking	  and	  senescent	  cultures	  were	  harvested	  close	  to	  the	  growth	  nadir.	  	  (C)	  Summary	  of	  the	  screen.	  	  This	  picture	  shows	  how	  the	  different	  slower-­‐mobility	  Rap1	  species	  depend	  on	  various	  factors	  at	  senescence.	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CHAPTER	  5:	  N-­terminal	  residues	  of	  Rap1	  are	  important	  to	  bind	  G-­
quadruplex	  DNA	  
INTRODUCTION	  	   In	  addition	  to	  binding	  duplex	  DNA,	  Rap1	  binds	  G-­‐quadruplex	  DNA	  (G4DNA)	  with	  high	  affinity	  (Kd	  ~10-­‐8M)	  (Giraldo	  and	  Rhodes	  1994;	  Giraldo	  et	  al.	  1994).	  	  G4DNAs	  are	  a	  family	  of	  DNA	  secondary	  structures	  that	  certain	  guanine	  (G)	  rich	  sequences	  adopt	  by	  stacking	  sets	  of	  planar	  G-­‐tetrads	  (Burge	  et	  al.	  2006;	  Lane	  et	  al.	  2008).	  	  Most	  telomere	  sequences,	  including	  yeast	  and	  human	  telomeres,	  are	  capable	  of	  forming	  G4DNA	  –	  i.e.	  they	  have	  high	  G4DNA	  forming	  potential	  (QFP).	  	  In	  fact,	  they	  form	  in	  vitro	  at	  physiologic	  conditions	  and	  exist	  in	  vivo	  at	  telomeres	  of	  the	  protist	  S.	  
lemnae	  and	  yeast	  S.	  cerevisiae	  (Venczel	  and	  Sen	  1993;	  Parkinson	  et	  al.	  2002;	  Schaffitzel	  et	  al.	  2001;	  Paeschke	  et	  al.	  2005;	  Zhang	  et	  al.	  2010).	  	  These	  secondary	  structures	  are	  stabilized	  by	  Hoogsteen-­‐hydrogen	  bonding,	  π-­‐π	  interactions,	  and	  a	  central	  monovalent	  cation	  –	  such	  as	  Na+	  or	  K+	  (Williamson	  et	  al.	  1989;	  Sundquist	  and	  Klug	  1989).	  	  The	  diverse	  family	  of	  G4DNAs	  can	  either	  be	  intramolecular	  (within	  one	  DNA	  strand)	  or	  intermolecular	  (between	  several	  DNA	  strands):	  including	  bi-­‐,	  tri-­‐,	  and	  tetra-­‐molecular	  quadruplexes	  (Neidle	  and	  Parkinson	  2008).	  	  Stable	  intramolecular	  G4DNAs	  require	  four	  runs	  of	  at	  least	  two	  G’s	  that	  are	  each	  separated	  by	  1-­‐7	  nucleotides	  –	  the	  “spacer”	  (though	  spacers	  of	  more	  than	  25	  nt	  have	  been	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observed).	  	  Stability	  increases	  with	  longer	  runs	  of	  G’s	  and	  shorter	  spacers	  (Risitano	  and	  Fox	  2004;	  2003).	  	  	  
	   In	  yeast,	  Rap1	  has	  many	  functions,	  including	  telomere	  capping,	  telomere	  length	  maintenance,	  and	  transcriptional	  activation/repression.	  	  In	  addition	  to	  its	  many	  functions	  and	  binding	  duplex	  DNA,	  Rap1	  also	  binds	  G-­‐quadruplex	  DNA.	  	  We	  wondered	  what	  is	  the	  biological	  role	  of	  Rap1’s	  G4DNA-­‐binding	  activity	  and	  how	  does	  it	  affect	  Rap1	  function?	  	  To	  address	  this	  question,	  we	  wanted	  to	  map	  Rap1’s	  G4DNA	  binding	  domain	  so	  that	  we	  could	  study	  the	  activities	  of	  mutant	  Rap1	  proteins	  that	  selectively	  lack	  G4DNA	  binding	  activity.	  	  Previous	  work	  from	  Giraldo	  and	  Rhodes	  had	  showed	  that	  full	  length	  Rap1	  binds	  G4DNA	  whereas	  its	  minimal	  duplex	  DNA	  binding	  domain	  (DBD)	  cannot,	  which	  suggests	  that	  Rap1	  uses	  residues	  outside	  of	  its	  DBD	  to	  bind	  G4DNA	  (Giraldo	  and	  Rhodes	  1994).	  	  As	  a	  result,	  we	  characterized	  how	  the	  N-­‐	  and	  C-­‐termini	  of	  Rap1	  affect	  G4DNA	  binding.	  	  
	  
RESULTS	  and	  DISCUSSION	  
	  
The	  N-­terminal	  residues	  of	  Rap1	  are	  important	  to	  bind	  G-­quadruplex	  DNA	  	   Previous	  work	  suggests	  that	  Rap1	  stabilizes	  and	  binds	  G-­‐quadruplex	  DNA	  (Giraldo	  et	  al.	  1994;	  Giraldo	  and	  Rhodes	  1994).	  	  We	  used	  the	  same	  oligonucleotides	  that	  were	  used	  by	  Giraldo	  and	  Rhodes,	  including	  the	  duplex	  dDNA	  probe	  that	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contains	  two	  strong	  Rap1	  binding	  sties	  and	  the	  single	  stranded	  G4DNA	  probe	  (that	  was	  previously	  called	  4G3;	  Figure	  5-­‐1A),	  which	  readily	  adopts	  a	  G-­‐quadruplex	  conformation	  (Giraldo	  et	  al.	  1994;	  Giraldo	  and	  Rhodes	  1994;	  Lieb	  et	  al.	  2001).	  	  	  
	   Similar	  to	  previous	  reports,	  we	  find	  that	  Rap1	  forms	  a	  slow-­‐mobility	  complex	  with	  both	  probes,	  which	  suggests	  that	  Rap1	  binds	  both	  the	  duplex	  dDNA	  and	  single	  stranded	  G4DNA	  probes	  (Figure	  5-­‐1B).	  	  Furthermore,	  we	  also	  find	  that	  Rap1	  only	  binds	  the	  G4DNA	  probe	  in	  its	  G-­‐quadruplex	  conformation,	  which	  is	  consistent	  with	  work	  from	  Giraldo	  and	  Rhodes	  (Giraldo	  and	  Rhodes	  1994).	  	  Specifically,	  we	  find	  that	  methylating	  the	  G4DNA	  oligonucleotide	  with	  dimethyl	  sulfide	  –	  which	  preferentially	  methylates	  nitrogen-­‐7,	  destabilizes	  Hoogsteen	  base	  pairing,	  and	  thus	  disrupts	  G-­‐quadruplexes	  –	  prevents	  Rap1	  binding	  (data	  not	  shown)	  (Giraldo	  and	  Rhodes	  1994;	  Williamson	  et	  al.	  1989).	  
	   Whereas	  full-­‐length	  Rap1	  binds	  both	  duplex	  and	  G-­‐quadruplex	  DNA,	  its	  minimal	  duplex	  DNA	  binding	  domain	  (DBD)	  preferentially	  interacts	  with	  duplex	  DNA	  (Giraldo	  and	  Rhodes	  1994).	  	  Because	  the	  Rap1	  DNA	  binding	  domain	  is	  not	  sufficient	  to	  bind	  G-­‐quadruplex	  DNA,	  these	  data	  suggest	  that	  other	  residues	  of	  the	  protein	  are	  necessary	  to	  interact	  with	  G-­‐quadruplexes.	  	  To	  map	  which	  residues	  outside	  of	  the	  DNA	  binding	  domain	  of	  Rap1	  are	  important	  for	  G-­‐quadruplex	  binding,	  we	  deleted	  various	  regions	  of	  Rap1	  (including	  the	  N-­‐terminus	  and	  C-­‐terminus)	  and	  assessed	  their	  ability	  to	  bind	  G-­‐quadruplex	  DNA.	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   First,	  to	  control	  that	  the	  recombinant	  proteins	  were	  well	  folded	  and	  functional,	  we	  determined	  if	  the	  Rap1	  constructs	  can	  bind	  duplex	  DNA	  (dDNA	  probe;	  Figure	  5-­‐1C).	  	  As	  expected,	  all	  the	  Rap1	  constructs	  (full-­‐length	  (FL)	  1-­‐827AA,	  Rap1-­‐
ΔN	  (ΔN)	  1,353-­‐827AA,	  Rap1-­‐ΔC	  (ΔC)	  1-­‐598AA,	  and	  Rap1-­‐DBD	  (DBD)	  1,353-­‐598AA	  –	  all	  of	  which	  contain	  the	  Rap1	  DBD)	  form	  a	  slow-­‐mobility	  complex	  with	  the	  dDNA	  probe	  and	  thus	  bind	  duplex	  DNA,	  which	  suggests	  that	  they	  all	  are	  well	  folded	  and	  functional.	  	  	  
	   We	  then	  assessed	  if	  the	  Rap1	  constructs	  can	  bind	  G-­‐quadruplex	  DNA	  (Figure	  5-­‐1C).	  	  As	  expected,	  full-­‐length	  Rap1	  binds	  the	  G4DNA	  probe,	  whereas	  in	  the	  setting	  of	  the	  Rap1	  DNA	  binding	  domain	  (DBD)	  this	  interaction	  is	  largely	  lost	  (reduced	  fourfold,	  quantified	  with	  ImageJ).	  	  Surprisingly,	  though	  this	  interaction	  is	  abrogated	  for	  the	  most	  part,	  a	  faint	  slow-­‐mobility	  band	  is	  apparent	  in	  the	  presence	  of	  the	  Rap1	  DBD,	  which	  suggests	  that	  the	  Rap1	  DBD	  forms	  a	  weak	  complex	  with	  the	  G4DNA	  probe.	  	  Though	  in	  later	  experiments	  this	  pattern	  is	  lost	  (including	  the	  slow-­‐mobility	  band	  and	  probe	  retardation;	  Figure	  5-­‐2A,B),	  the	  Rap1	  DBD	  construct	  also	  has	  reduced	  activity	  toward	  duplex	  DNA	  (it	  binds	  the	  dDNA	  probe	  less	  well;	  Figure	  5-­‐2A),	  which	  suggests	  that	  it	  is	  less	  functional.	  	  Most	  likely	  this	  reduction	  in	  Rap1	  DBD	  activity	  is	  due	  to	  the	  effects	  of	  freezing	  and	  thawing.	  	  Ultimately,	  the	  question	  comes	  up:	  why	  does	  the	  Rap1	  DBD	  construct	  slightly	  interact	  with	  the	  G4DNA	  probe,	  which	  is	  different	  from	  what	  Giraldo	  and	  Rhodes	  found	  (they	  found	  that	  the	  Rap1	  DBD:G4DNA	  is	  not	  stable	  in	  an	  EMSA,	  but	  the	  construct	  does	  stimulate	  parallel	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G4DNA	  formation	  in	  solution)?	  	  One	  possibility	  is	  that	  this	  is	  because	  we	  used	  slightly	  different	  constructs.	  	  Whereas	  Giraldo	  and	  Rhodes	  used	  an	  untagged	  Rap1	  DBD,	  we	  purified	  a	  poly-­‐histidine	  tagged	  Rap1	  DBD	  construct.	  	  These	  extra	  residues	  that	  were	  added	  to	  the	  N-­‐terminus	  of	  the	  Rap1	  DBD	  might	  account	  for	  the	  difference	  in	  binding	  activity	  of	  our	  constructs.	  	  The	  other	  possibility	  is	  that	  this	  difference	  in	  G-­‐quadruplex	  binding	  is	  due	  to	  the	  differences	  in	  our	  purification	  schemes.	  	  Whereas	  our	  Rap1	  DBD	  construct	  was	  well	  folded	  following	  nickel	  column	  purification,	  Giraldo	  and	  Rhodes	  had	  to	  refold	  theirs	  from	  inclusion	  bodies	  (Giraldo	  and	  Rhodes	  1994).	  	  To	  address	  this	  question	  we	  can	  purify	  various	  Rap1	  DBD	  constructs	  (i.e.	  without	  a	  tag	  or	  with	  a	  different	  tag)	  and	  assess	  their	  ability	  to	  bind	  G-­‐quadruplex	  DNA.	  
	   We	  next	  mapped	  which	  region	  of	  Rap1	  outside	  of	  its	  DBD	  (i.e.	  the	  N-­‐	  or	  C-­‐terminus)	  is	  important	  for	  G-­‐quadruplex	  binding.	  	  We	  find	  that	  the	  Rap1	  ΔC	  construct	  (that	  lacks	  its	  C-­‐terminus)	  behaves	  like	  full-­‐length	  Rap1	  and	  tightly	  binds	  the	  G4DNA	  probe,	  which	  suggests	  that	  the	  C-­‐terminus	  of	  Rap1	  is	  truly	  expendable	  and	  not	  necessary	  to	  bind	  G-­‐quadruplex	  DNA	  (Figure	  5-­‐1C).	  The	  C-­‐terminus	  of	  Rap1	  contains	  most	  of	  its	  functional	  domains	  (including	  its	  toxicity,	  silencing,	  activation,	  and	  Rap1	  C-­‐terminus	  (RCT)	  domains;	  Figure	  5-­‐1C)	  and	  is	  necessary	  for	  viability	  (Graham	  et	  al.	  1999).	  	  On	  the	  other	  hand,	  the	  Rap1	  ΔN	  construct	  (that	  lacks	  its	  N-­‐terminus)	  behaves	  like	  the	  Rap1	  DBD	  and	  its	  interaction	  with	  the	  G4DNA	  oligonucleotide	  is	  reduced	  twofold	  (quantified	  with	  ImageJ;	  Figure	  5-­‐1C).	  	  Though	  
212	  	  
the	  effect	  of	  the	  Rap1	  ΔN	  construct	  is	  in	  line	  with	  the	  Rap1	  DBD,	  it	  interacts	  with	  the	  
G4DNA	  probe	  more	  tightly	  than	  the	  Rap1	  DBD.	  	  In	  the	  presence	  of	  Rap1	  ΔN	  there	  is	  a	  prominent	  slow-­‐mobility	  band,	  which	  suggests	  that	  Rap1	  ΔN	  forms	  a	  complex	  with	  the	  G4DNA	  probe.	  	  However,	  73.8%	  of	  the	  probe	  either	  is	  either	  completely	  unshifted	  or	  partially	  shifted,	  which	  indicates	  that	  the	  Rap1	  ΔN:G4DNA	  complex	  is	  weak	  and	  falls	  apart	  while	  running	  the	  gel.	  	  Altogether	  our	  data	  demonstrate	  that	  the	  Rap1	  ΔN	  construct	  has	  a	  twofold	  reduced	  affinity	  toward	  G-­‐quadruplex	  DNA	  and	  suggest	  that	  the	  N-­‐terminus	  of	  Rap1	  contains	  residues	  that	  are	  important	  for	  G-­‐quadruplex	  binding.	  
	   We	  wanted	  to	  further	  map	  which	  residues	  of	  Rap1	  outside	  of	  its	  DNA	  binding	  domain	  are	  important	  for	  G-­‐quadruplex	  binding.	  	  Though	  the	  N-­‐terminus	  of	  Rap1	  (1-­‐352AA)	  contains	  residues	  that	  are	  important	  for	  G-­‐quadruplex	  binding,	  Rap1	  ΔN	  still	  binds	  G-­‐quadruplexs	  with	  a	  reduced	  affinity.	  	  When	  designing	  our	  Rap1	  ΔN	  construct,	  we	  used	  Giraldo	  and	  Rhodes	  definition	  of	  the	  Rap1	  N-­‐terminus	  (1-­‐352AA)	  that	  was	  itself	  based	  on	  work	  from	  Gasser	  and	  colleagues	  (Giraldo	  and	  Rhodes	  1994;	  Gilson	  et	  al.	  1993).	  	  However,	  previous	  work	  shows	  that	  the	  minimal	  DNA	  binding	  domain	  of	  Rap1	  is	  361-­‐596AA	  (Henry	  et	  al.	  1990),	  which	  is	  slightly	  smaller	  than	  Giraldo	  and	  Rhodes’	  definition	  of	  the	  DBD.	  	  This	  suggest	  that	  the	  eight	  N-­‐terminal	  residues	  of	  the	  DBD	  (353-­‐360AA	  -­‐	  that	  have	  theoretical	  pI	  of	  8.76)	  can	  be	  removed	  and	  not	  affect	  duplex	  DNA	  binding.	  	  We	  further	  truncated	  the	  Rap1	  ΔN	  construct,	  making	  Rap1	  ΔNshort	  (1-­‐361-­‐827AA).	  	  Though	  Rap1	  ΔNshort	  is	  functional	  and	  binds	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the	  duplex	  dDNA	  probe,	  it	  behaves	  like	  Rap1	  DBD	  (see	  Figure	  5-­‐1C1)	  and	  its	  interaction	  with	  the	  G-­‐quadruplex	  G4DNA	  oligonucleotide	  is	  reduced	  threefold	  (quantified	  with	  ImageJ;	  Figure	  5-­‐2A,B).	  	  Some	  G4DNA	  probe	  is	  partially	  retarded,	  which	  suggests	  (as	  previously	  discussed)	  that	  Rap1	  ΔNshort	  weakly	  binds	  G4DNA	  and	  the	  complex	  falls	  apart	  while	  running	  the	  gel.	  	  Altogether,	  our	  data	  indicate	  that	  residues	  353-­‐360	  of	  Rap1	  are	  quite	  important	  for	  G-­‐quadruplex	  binding.	  
	  
The	  Rap1	  N-­terminus	  weakly	  binds	  G-­quadruplex	  DNA	  without	  its	  central	  DNA	  
binding	  domain	  (DBD)	  	   Based	  on	  our	  finding	  that	  the	  N-­‐terminus	  of	  Rap1	  (1-­‐352AA	  and	  especially	  1-­‐360AA)	  is	  necessary	  to	  bind	  G-­‐quadruplexes,	  we	  wondered	  if	  the	  N-­‐terminus	  of	  Rap1	  binds	  G-­‐quadruplex	  DNA	  by	  itself	  (i.e.	  without	  its	  DNA	  binding	  domain).	  	  We	  made	  a	  minimal	  N-­‐terminal	  Rap1	  Construct	  (Rap1	  N-­‐term;	  1-­‐352AA)	  and	  as	  expected	  it	  does	  not	  bind	  the	  duplex	  dDNA	  probe	  (Figure	  5-­‐2A).	  	  However,	  Rap1	  N-­‐term	  weakly	  interacts	  with	  the	  G-­‐quadruplex	  G4DNA	  probe	  and	  forms	  two	  faint	  slow-­‐mobility	  complexes.	  	  This	  suggests	  that	  a	  Rap1	  N-­‐terminal	  fragment	  is	  sufficient	  to	  weakly	  bind	  G-­‐quadruplex	  DNA	  (only	  shifting	  3%	  of	  the	  signal,	  
	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  
1	  As	  previously	  mentioned,	  Rap1	  DBD	  is	  less	  functional	  in	  Figure	  5-­‐2A,B	  as	  compared	  to	  Figure	  5-­‐1C	  (some	  fraction	  has	  reduced	  affinity	  or	  is	  unable	  to	  bind	  to	  the	  dDNA	  probe).	  	  This	  is	  potentially	  due	  to	  freezing	  and	  thawing.	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quanitified	  with	  ImageJ),	  though	  it	  does	  not	  completely	  recapitulate	  the	  interaction	  seen	  with	  full-­‐length	  Rap1.	  	  
	   This	  finding	  is	  quite	  interesting	  and	  raises	  several	  questions.	  	  First,	  can	  we	  improve	  the	  ability	  of	  Rap1	  N-­‐term	  to	  bind	  to	  G-­‐quadruplex	  DNA?	  	  Because	  our	  data	  suggests	  that	  residues	  353-­‐360AA	  are	  important	  for	  G-­‐quadruplex	  binding,	  it	  might	  be	  interesting	  to	  make	  a	  modified	  Rap1-­‐N-­‐term	  (slightly	  extending	  it	  eight	  residues	  –	  i.e.	  make	  1-­‐360AA)	  and	  test	  its	  ability	  to	  bind	  G-­‐quadruplex	  DNA.	  	  It	  is	  also	  likely	  that	  some	  Rap1	  DBD	  residues	  are	  more	  critical	  for	  G-­‐quadruplex	  binding	  in	  the	  context	  of	  a	  minimal	  N-­‐terminal	  Rap1	  fragment.	  	  For	  example,	  we	  could	  fuse	  various	  Rap1	  DBD	  domains	  to	  Rap1	  N-­‐term	  (with	  or	  without	  a	  flexible	  linker)	  and	  test	  their	  ability	  to	  bind	  G-­‐quadruplex	  DNA.	  	  Another	  question	  that	  comes	  up	  is:	  which	  portion	  of	  the	  Rap1	  N-­‐terminus	  is	  important	  for	  G-­‐quadruplex	  binding?	  	  Over	  the	  years,	  the	  Rap1	  N-­‐terminus	  has	  been	  ascribed	  very	  few	  functions	  and	  only	  contains	  two	  domains:	  a	  DNA	  bending	  domain	  (44-­‐274AA)	  and	  within	  that	  domain	  a	  BRCA1	  C-­‐terminal	  domain	  (BRCT	  domain,	  125-­‐209AA)	  (Gilson	  et	  al.	  1993;	  Callebaut	  and	  Mornon	  1997).	  	  Though	  the	  N-­‐terminus	  of	  Rap1	  is	  predicted	  to	  have	  a	  relatively	  low	  pI	  of	  4.19,	  the	  BRCT	  domain	  has	  a	  bit	  higher	  predicted	  pI	  of	  5.52	  and	  its	  crystal	  structure	  shows	  several	  patches	  of	  positive	  charge.	  	  Assuming	  that	  these	  patches	  of	  positive	  charge	  are	  surface	  exposed	  in	  full	  length	  Rap1,	  we	  should	  selectively	  mutate	  these	  residues	  (potentially	  in	  conjunction	  with	  residues	  353-­‐360)	  and	  determine	  how	  they	  affect	  G-­‐quadruplex	  binding.	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The	  Rap1	  N-­terminus	  promotes	  the	  appearance	  of	  a	  faster-­mobility	  G-­
quadruplex	  species	  	   While	  characterizing	  how	  Rap1	  binds	  G-­‐quadruplex	  DNA,	  we	  noticed	  that	  full-­‐length	  Rap1	  forms	  a	  faster-­‐mobility	  DNA	  species	  specifically	  in	  the	  presence	  of	  the	  G4DNA	  probe	  (Figures	  5-­‐1C,	  5-­‐2A,B).	  	  We	  did	  not	  know	  what	  this	  species	  was.	  On	  one	  hand,	  it	  could	  be	  just	  the	  result	  of	  a	  co-­‐purifying	  nuclease.	  	  This	  seems	  unlikely;	  not	  only	  would	  we	  expect	  more	  smearing	  and	  signal	  loss,	  but	  also	  we	  performed	  our	  binding	  reactions	  in	  the	  presence	  of	  a	  high	  concentrations	  of	  EDTA	  (1mM),	  which	  prevents	  DNase	  activity.	  	  On	  the	  other	  hand,	  it	  could	  be	  a	  faster-­‐mobility,	  alternate	  conformation	  of	  the	  G4DNA	  probe.	  
	   We	  mapped	  which	  residues	  of	  Rap1	  are	  required	  for	  its	  formation.	  Whereas	  Rap1	  ΔC	  behaves	  like	  full-­‐length	  Rap1	  and	  stabilizes	  this	  faster-­‐mobility	  G4DNA	  conformation,	  increasing	  amounts	  of	  the	  Rap1	  DBD	  and	  Rap1	  ΔN	  have	  no	  affect	  and	  do	  not	  form	  this	  DNA	  species	  (Figure	  5-­‐3,	  arrowheads).	  	  Furthermore,	  the	  N-­‐terminus	  or	  Rap1	  (1-­‐352AA)	  by	  itself	  is	  sufficient	  to	  form	  this	  faster-­‐mobility	  
G4DNA	  species	  (Figure	  5-­‐2B,	  arrowhead).	  	  Altogether,	  these	  data	  suggest	  that	  the	  N-­‐terminus	  of	  Rap1	  is	  both	  necessary	  and	  sufficient	  to	  form	  this	  faster-­‐mobility	  species	  of	  G4DNA.	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   Though	  we	  know	  that	  the	  N-­‐terminus	  of	  Rap1	  is	  important	  to	  form	  this	  faster-­‐mobility	  G4DNA	  conformation,	  we	  need	  to	  further	  characterize	  this	  species	  and	  how	  it	  affects	  Rap1	  G-­‐quadruplex	  binding.	  	  We	  should	  purify	  this	  species,	  analyze	  it	  with	  circular	  dichroism	  (CD)	  spectroscopy,	  and	  determine	  how	  annealing	  affects	  its	  mobility	  on	  a	  native	  PAGE	  gel.	  	  In	  addition,	  we	  need	  to	  determine	  the	  role	  that	  this	  species	  plays	  in	  the	  Rap1	  G-­‐quadruplex	  binding	  reaction.	  	  On	  one	  hand,	  because	  Rap1	  is	  known	  to	  promote	  G-­‐quadruplex	  formation	  (Giraldo	  and	  Rhodes	  1994;	  Giraldo	  et	  al.	  1994),	  this	  species	  might	  be	  an	  intermediate	  (depicted	  as	  
G4DNA⊥)	  in	  the	  Rap1	  G4DNA	  binding	  reaction	  (see	  below).	  	  
! 
Rap1+G4DNA 1" # $ Rap1+G4DNA% 2" # $ Rap1:G4DNA%	  
If	  this	  model	  were	  true,	  one	  prediction	  is	  that	  reaction	  1	  is	  much	  faster	  than	  reaction	  2,	  thus	  creating	  a	  ‘bottleneck’	  and	  allowing	  us	  to	  observe	  the	  intermediate	  G4DNA⊥.	  	  We	  can	  test	  this	  hypothesis	  by	  performing	  kinetic	  studies	  with	  full-­‐length	  Rap1	  and	  determining	  the	  rate	  of	  appearance	  of	  the	  faster-­‐mobility	  G4DNA	  species	  and	  the	  Rap1:G4DNA	  complex.	  	  On	  the	  other	  hand,	  this	  species	  (G4DNA⊥)	  might	  be	  a	  byproduct	  of	  a	  ‘side’	  reaction	  of	  Rap1	  (i.e.	  reaction	  1;	  see	  below)	  and	  is	  actually	  ‘un-­‐shiftable’	  in	  regards	  to	  reaction	  2	  (see	  below).	  	  
! 
Rap1+G4DNA" 1# $ $ Rap1+G4DNA 2$ % $ Rap1:G4DNA 	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We	  should	  purify	  the	  faster-­‐mobility	  G4DNA	  species	  and	  determine	  if	  Rap1	  can	  bind	  it	  via	  an	  EMSA.	  	  
	  
The	  N-­terminal	  residues	  of	  Rap1	  are	  important	  to	  bind	  RNA	  with	  high	  G-­
quadruplex	  forming	  potential	  (QFP)	  	   Though	  Rap1	  is	  well	  characterized	  to	  be	  a	  duplex	  and	  G-­‐quadruplex	  DNA	  binding	  protein,	  little	  is	  know	  about	  its	  ability	  to	  bind	  RNA.	  	  Recently,	  Rap1	  was	  shown	  to	  affect	  the	  stability	  of	  mRNA	  transcripts	  that	  happened	  to	  have	  high	  G-­‐quadruplex	  forming	  potential	  (QFP)	  (Bregman	  et	  al.	  2011)	  and	  we	  wondered	  if	  Rap1	  might	  bind	  RNA	  G-­‐quadruplexes.	  	  We	  assessed	  the	  ability	  of	  full-­‐length	  Rap1	  to	  bind	  an	  RNA	  oligonucleotide	  that	  has	  high	  QFP,	  TERRA,	  via	  EMSA.	  	  Surprisingly,	  full-­‐length	  Rap1	  forms	  two	  slow-­‐mobility	  complexes	  (that	  might	  represent	  a	  monomeric	  and	  dimeric	  complex),	  which	  suggests	  that	  Rap1	  readily	  binds	  the	  TERRA	  probe	  (Figure	  5-­‐4).	  	  This	  is	  the	  first	  time	  someone	  has	  observed	  that	  Rap1	  binds	  an	  RNA	  species.	  	  	  
	   To	  further	  characterize	  how	  Rap1	  binds	  RNA	  G-­‐quadruplexes,	  we	  mapped	  which	  residues	  of	  Rap1	  are	  required	  to	  complex	  with	  the	  TERRA	  oligonucleotide.	  	  Though	  each	  of	  the	  Rap1	  constructs	  bind	  duplex	  DNA	  (which	  suggests	  that	  they	  are	  functional	  proteins),	  only	  Rap1	  ΔC	  binds	  the	  TERRA	  oligonuleotide	  (Figure	  5-­‐4).	  	  On	  the	  other	  hand,	  the	  affinity	  of	  Rap1	  ΔN	  and	  Rap1	  DBD	  to	  TERRA	  is	  dramatically	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reduced	  (onefold	  and	  twofold	  respectively,	  quantified	  with	  ImageJ);	  Rap1	  ΔN	  partially	  binds	  the	  probe,	  whereas	  Rap1	  DBD	  has	  almost	  completely	  lost	  the	  ability	  to	  interact	  with	  TERRA	  (the	  weak	  complex	  likely	  falls	  apart	  while	  running	  the	  gel).	  	  These	  data	  suggest	  that	  the	  N-­‐terminus	  of	  Rap1	  contains	  residues	  that	  are	  important	  to	  bind	  both	  DNA	  and	  RNA	  G-­‐quadruplexes.	  	  
	   Our	  observations	  are	  very	  exciting	  and	  many	  questions	  remain	  to	  be	  address.	  	  For	  example:	  1.	  How	  specific	  is	  this	  interaction?	  2.	  What	  RNA	  species	  does	  Rap1	  prefer	  to	  bind	  in	  vitro	  and	  in	  vivo?	  3.	  Which	  specific	  residues	  of	  Rap1	  are	  important	  for	  RNA	  binding?	  
	  
Future	  Directions	  
	   In	  order	  to	  understand	  the	  biological	  role	  of	  Rap1’s	  G4DNA-­‐binding	  activity	  and	  how	  it	  affects	  Rap1	  function	  we	  will	  need	  to	  finely	  map	  which	  residues	  of	  Rap1’s	  N-­‐terminus	  are	  most	  important	  for	  G-­‐quadruplex	  binding.	  	  To	  do	  so,	  we	  will	  use	  phage	  display	  to	  engineer	  a	  Rap	  construct	  that	  cannot	  bind	  G-­‐quadruplexes	  but	  still	  binds	  duplex	  DNA.	  	  We	  will	  use	  these	  alleles	  in	  a	  battery	  of	  experiments	  to	  understand	  the	  role	  of	  Rap1’s	  G-­‐quadruplex	  binding	  activity	  –	  in	  particular	  telomere	  capping,	  telomere	  length	  maintenance,	  the	  rate	  of	  senescence,	  and	  transcriptional	  activation/repression.	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MATERIALS	  and	  METHODS	  
32P-­End	  Labeling	  and	  Annealing	  of	  Oligonucleotides	  	  	   15pmol	  of	  each	  oligonucleotide	  was	  end-­‐labeled	  with	  105μCi	  of	  [γ−32P]	  ATP	  (3000	  Ci/mmol)	  and	  15U	  of	  T4	  polynucleotide	  kinase	  (New	  England	  Biolabs)	  in	  a	  final	  reaction	  volume	  of	  15μl.	  	  The	  reaction	  was	  incubated	  at	  37°C	  for	  45min.	  	  Afterwards,	  the	  unincorporated	  [γ−32P]	  ATP	  was	  separated	  from	  the	  labeled	  substrate	  by	  centrifuging	  the	  reaction	  for	  2min	  at	  750g	  through	  a	  Centri·Spin	  20	  (Princeton	  Separations,	  Inc)	  spin	  column	  that	  had	  been	  pre-­‐equilibrated	  for	  30min	  with	  650µl	  of	  TE.	  	  Single	  stranded	  labeled	  oligonucleotides	  (G4DNA	  and	  TERRA)	  were	  annealed	  by	  running	  the	  following	  protocol	  on	  a	  thermocycler	  in	  the	  presence	  of	  100mM	  KCl:	  95°C	  10’,	  90°C	  5’,	  85°C	  5’,	  80°C	  5’,	  75°C	  5’,	  70°C	  5’,	  65°C	  5’,	  60°C	  5’,	  55°C	  5’,	  50°C	  5’,	  45°C	  5’,	  40°C	  5’,	  35°C	  5’,	  30°C	  5’,	  25°C	  5’.	  	  Likewise,	  we	  made	  duplex	  DNA	  (dDNA)	  by	  annealing	  labeled	  G4DNA	  to	  its	  complementary	  unlabeled	  oligonucleotide	  (3’-­‐CCACACCCACACACCCACACACCCACACACCCAGAATT-­‐5’)	  by	  running	  the	  same	  thermocycler	  protocol	  in	  the	  presence	  of	  100mM	  MgCl2.	  	  
	  
Electrophoretic	  Mobility	  Shift	  Assay	  (EMSA)	  	   Our	  EMSA	  experiments	  were	  performed	  essentially	  as	  described	  earlier	  (Giraldo	  and	  Rhodes	  1994).	  	  All	  binding	  reactions	  were	  performed	  in	  a	  final	  volume	  of	  20µl,	  incubating	  100fmol	  of	  different	  labeled	  oligonucleotides	  (dDNA,	  G4DNA,	  and	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TERRA)	  with	  varying	  amount	  of	  Rap1	  constructs	  (FL	  1-­‐827AA,	  DBD	  1,353-­‐598AA,	  
ΔC	  1-­‐598AA,	  ΔN	  1,353-­‐827AA,	  ΔNshort	  1-­‐362-­‐827AA,	  and	  N-­term	  1-­‐352AA)	  in	  a	  binding	  buffer:	  20mM	  Tris-­‐HCl	  pH	  7.5,	  1mM	  EDTA,	  1mM	  DTT,	  6%	  glycerol,	  100µg/ml	  BSA,	  10µg/ml	  poly(dI-­‐dC),	  KCl	  100mM	  (adjusting	  for	  the	  solutes	  provided	  in	  the	  purified	  protein).	  	  The	  binding	  reactions	  were	  incubated	  on	  ice	  for	  5min	  and	  then	  at	  room	  temperature	  for	  60min.	  	  5µl	  of	  5x	  loading	  buffer	  (20%	  glycerol,	  0.1%	  bromophenol	  blue)	  was	  added	  to	  the	  20µl	  binding	  reaction	  and	  then	  immediately	  run	  at	  4	  V/cm	  for	  10hr,	  at	  4°C	  on	  a	  6%	  or	  4-­‐20%	  polyacrylamide	  (acrylamide:bisacrylamide	  =	  19:1)	  non-­‐denaturing	  gel	  that	  was	  pre-­‐run	  for	  30min	  at	  4	  V/cm.	  	  The	  gels	  were	  dried	  for	  75min	  at	  65°C	  on	  Whatman	  paper,	  exposed	  to	  a	  phosphorimager	  screen,	  and	  then	  imaged	  on	  a	  Storm	  phosphorimager	  (Molecular	  Dynamics).	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Figure	  5-­1.	  	  The	  N-­terminal	  residues	  of	  Rap1	  are	  important	  to	  bind	  G-­
quadruplex	  DNA.	  	  	  (A)	  Oligonucleotide	  sequences	  for	  the	  probes	  that	  were	  used	  in	  the	  various	  studies.	  	  Note	  that	  dDNA	  is	  duplex	  DNA	  that	  was	  pre-­‐annealed.	  	  (B)	  Rap1	  binds	  G4DNA.	  	  His	  tagged	  Rap1	  protein	  was	  expressed	  and	  purified	  from	  E.	  coli.	  	  (C)	  The	  N-­‐terminal	  residues	  of	  Rap1	  are	  important	  for	  binding	  G4DNA.	  	  We	  have	  included	  a	  schematic	  of	  Rap1	  that	  shows	  its	  domains.	  	  The	  Rap1	  construct	  abbreviations	  correspond	  to	  the	  following	  proteins:	  FL	  1-­‐827AA,	  DBD	  1,353-­‐598AA,	  ΔC	  1-­‐598AA,	  and	  ΔN	  1,353-­‐827AA.	  	  The	  G4DNA	  probe	  was	  pre-­‐annealed	  prior	  to	  incubation.	  	  His	  tagged	  Rap1	  protein	  was	  expressed	  and	  purified	  from	  E.	  coli.	  	  For	  both	  studies,	  32P-­‐labeled	  
G4DNA	  or	  dDNA	  probe	  (final	  concentration	  5nM)	  was	  incubated	  with	  various	  purified	  Rap1	  proteins	  (final	  concentration	  1.25μM)	  in	  the	  following	  binding	  buffer:	  20mM	  Tris-­‐HCl	  pH	  7.5,	  1mM	  EDTA,	  1mM	  DTT,	  6%	  glycerol,	  100µg/ml	  BSA,	  10µg/ml	  poly(dI-­‐dC),	  KCl	  100mM	  (adjusting	  for	  the	  solutes	  provided	  in	  the	  purified	  protein).	  The	  binding	  reactions	  were	  incubated	  on	  ice	  for	  5min	  and	  then	  at	  room	  temperature	  for	  60min	  and	  then	  run	  out	  on	  a	  6%	  non-­‐denaturing	  polyacrylamide	  gel.	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Figure	  5-­2.	  	  An	  N-­terminal	  fragment	  of	  Rap1,	  which	  lacks	  its	  central	  DNA	  
binding	  domain	  (DBD),	  weakly	  binds	  G-­quadruplex	  DNA.	  	  	  
32P-­‐labeled	  (A)	  dDNA	  or	  (B)	  G4DNA	  probe	  (final	  concentration	  5nM)	  was	  incubated	  with	  various	  purified	  Rap1	  constructs	  (final	  concentration	  1.25μM)	  and	  then	  run	  out	  on	  a	  4-­‐20%	  non-­‐denaturing	  polyacrylamide	  gel.	  	  The	  Rap1	  construct	  abbreviations	  correspond	  to	  the	  following	  proteins:	  FL	  1-­‐827AA,	  DBD	  1,353-­‐598AA,	  
ΔN	  1,353-­‐827AA,	  ΔNshort	  1-­‐361-­‐827AA,	  and	  N-­term	  1-­‐352AA.	  	  The	  G4DNA	  probe	  was	  pre-­‐annealed	  prior	  to	  incubation.	  	  The	  arrowhead	  marks	  a	  faster-­‐mobility	  DNA	  species.	  	  His	  tagged	  Rap1	  protein	  was	  expressed	  and	  purified	  from	  E.	  coli.	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Figure	  5-­3.	  	  The	  N-­terminus	  of	  Rap1	  promotes	  the	  appearance	  of	  a	  faster-­
mobility	  G-­quadruplex	  species.	  	  	  In	  each	  of	  the	  panels,	  32P-­‐labeled	  G4DNA	  probe	  (at	  a	  final	  concentration	  of	  5nM)	  was	  incubated	  with	  an	  increasing	  amount	  of	  the	  various	  Rap1	  constructs	  (final	  concentration	  of	  the	  constructs	  in	  lanes	  1	  to	  7:	  0nM,	  0.125nM,	  1.25nM,	  12.5nM,	  125nM,	  1.25μM,	  and	  2.20μM)	  and	  then	  run	  out	  on	  a	  4-­‐20%	  non-­‐denaturing	  polyacrylamide	  gel.	  	  The	  Rap1	  construct	  abbreviations	  correspond	  to	  the	  following	  proteins:	  FL	  1-­‐827AA,	  DBD	  1,353-­‐598AA,	  ΔC	  1-­‐598AA,	  and	  ΔN	  1,353-­‐827AA.	  	  The	  
G4DNA	  probe	  was	  pre-­‐annealed	  prior	  to	  incubation.	  	  His	  tagged	  Rap1	  protein	  was	  expressed	  and	  purified	  from	  E.	  coli.	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Figure	  5-­4.	  	  The	  N-­terminal	  residues	  of	  Rap1	  are	  important	  to	  bind	  RNA	  
species	  that	  have	  high	  G-­quadruplex	  forming	  potential	  (QFP).	  	  	  Pre-­‐annealed	  32P-­‐labeled	  dDNA	  or	  TERRA	  probe	  (at	  a	  final	  concentration	  of	  5nM)	  was	  incubated	  with	  an	  increasing	  amount	  of	  the	  various	  Rap1	  constructs	  (final	  concentration	  1.25μM)	  and	  then	  run	  out	  on	  a	  6%	  non-­‐denaturing	  polyacrylamide	  gel.	  	  The	  Rap1	  construct	  abbreviations	  correspond	  to	  the	  following	  proteins:	  FL	  1-­‐827AA,	  DBD	  1,353-­‐598AA,	  ΔC	  1-­‐598AA,	  and	  ΔN	  1,353-­‐827AA.	  	  His	  tagged	  Rap1	  protein	  was	  expressed	  and	  purified	  from	  E.	  coli.	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CHAPTER	  6:	  Characterization	  of	  hRap1	  at	  senescence	  	  
	   Based	  on	  our	  work	  on	  yeast	  Rap1	  (yRap1)	  at	  senescence,	  we	  wondered	  if	  the	  pathway	  was	  evolutionarily	  conserved	  and	  if	  human	  Rap1	  (hRap1)	  leaves	  shortened	  telomeres	  and	  binds	  new	  sites	  throughout	  the	  genome	  when	  cells	  senesce	  due	  to	  telomeric	  dysfunction.	  	  To	  address	  this	  question,	  we	  compared	  hRap1	  localization	  in	  proliferating	  cells	  to	  senescent	  cells.	  	  
	  
RESULTS	  and	  DISCUSSION	  	   Though	  many	  stimuli	  drive	  cellular	  senescence	  (including	  oncogene	  over-­‐expression,	  ionizing	  radiation	  (IR),	  and	  various	  drugs),	  we	  chose	  replicative	  senescence	  because	  it	  is	  largely	  driven	  by	  telomeric	  shortening	  and	  dysfunction	  (Rubio	  et	  al.	  2002).	  	  We	  harvested	  senescent	  cells	  by	  passaging	  primary	  human	  fibroblasts	  (IMR90	  cells)	  until	  they	  stopped	  proliferating.	  	  At	  this	  stage	  the	  cells	  were	  grossly	  senescent	  (the	  cells	  were	  enlarged,	  splayed	  out,	  and	  did	  not	  pack	  tightly	  together),	  highly	  (60-­‐70%)	  SA	  β-­‐Gal	  (senescence-­‐associated	  β-­‐galactosidase	  positive)	  positive,	  and	  highly	  SAHF	  (senescence-­‐associated	  heterochromatic	  foci)	  positive	  (Supplementary	  Figure	  6-­‐1,	  Figure	  6-­‐2)	  (Dimri	  et	  al.	  1995;	  Narita	  et	  al.	  2003).	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Similar	  to	  yRap1,	  hRap1	  occupancy	  increases	  at	  many	  of	  its	  normal	  sites	  at	  
senescence	  	   We	  assessed	  hRap1’s	  localization	  in	  proliferating	  (PD	  29.5)	  and	  senescent	  (PD	  75.5)	  cells	  by	  performing	  hRap1	  ChIP	  RTPCR	  (Figure	  6-­‐1;	  hRap1	  was	  completely	  immuno-­‐depleted	  from	  the	  lysates,	  Supplemental	  Figure	  6-­‐1;	  the	  Bethyl	  A300-­‐306A	  αRap1	  antibody	  was	  used	  previously	  for	  ChIP-­‐seq	  by	  Yang	  et	  al.,	  2011).	  	  As	  a	  confirmation,	  we	  compared	  hRap1’s	  occupancy	  at	  previously	  characterized	  sites	  that	  were	  found	  via	  hRap1	  ChIP-­‐seq	  in	  a	  fibrosarcoma	  cell	  line	  (HTC75)	  (Yang	  et	  al.	  2011).	  	  At	  senescence,	  we	  found	  that	  hRap1	  occupancy	  increases	  at	  many	  sites	  (6	  out	  of	  11,	  Figure	  6-­‐1A)	  and	  decreases	  at	  a	  few	  loci	  (Figure	  6-­‐1C).	  	  However,	  there	  were	  three	  sites	  that	  hRap1	  occupancy	  did	  not	  seem	  to	  change	  (Figure	  6-­‐1B).	  	  Overall	  at	  senescence,	  hRap1	  occupancy	  goes	  up	  at	  many	  of	  its	  normal,	  proliferating	  targets.	  	  This	  finding	  is	  strikingly	  similar	  to	  what	  we	  found	  in	  S.	  cerevisiae	  –	  i.e.	  at	  senescence,	  yRap1	  occupancy	  goes	  up	  dramatically	  at	  its	  normal,	  WT	  targets	  (including	  ENO1	  and	  PGK1;	  chapter	  2).	  	  Altogether,	  this	  interesting	  parallel	  between	  yeast	  and	  human	  Rap1	  occupancy	  at	  senescence	  might	  be	  a	  hint	  that	  the	  pathway	  we	  discovered	  in	  yeast	  is	  also	  active	  in	  senescent	  human	  cells.	  	  However,	  our	  preliminary	  results	  are	  just	  suggestive	  and	  further	  experiments	  are	  warranted	  –	  including	  hRap1	  ChIP-­‐seq	  in	  proliferating	  and	  senescent	  cells	  –	  to	  determine	  if	  hRap1	  indeed	  targets	  new	  sites	  throughout	  the	  genome.	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hRap1	  is	  preferentially	  excluded	  from	  SAHF’s	  at	  senescence	  	   In	  addition	  to	  hRap1	  ChIP	  RTPCR,	  we	  compared	  the	  localization	  of	  hRap1	  in	  proliferating	  (PD	  29.5)	  and	  senescent	  cells	  (PD	  75.5)	  via	  immuno-­‐fluorescence	  microscopy	  (IF;	  Figure	  6-­‐2).	  	  We	  found	  several	  senescence-­‐associated	  changes	  in	  hRap1	  localization.	  	  First,	  hRap1	  levels	  appear	  to	  go	  up	  dramatically	  at	  senescence	  (Figure	  6-­‐2).	  	  This	  finding	  is	  consistent	  with	  our	  preliminary	  data	  that	  hRap1	  levels	  go	  up	  per	  cell	  via	  Rap1	  immunoblot	  (data	  not	  shown).	  	  However,	  the	  changes	  observed	  by	  microscopy	  might	  be	  an	  indirect	  result	  of	  the	  altered	  chromatin	  in	  senescent	  cells	  (O'Sullivan	  et	  al.	  2010;	  Ivanov	  et	  al.	  2013)	  –	  i.e.	  the	  chromatin	  changes	  might	  make	  hRap1	  less	  diffuse,	  more	  locally	  concentrated,	  and	  more	  accessible	  to	  anti-­‐Rap1	  antibodies.	  	  Second,	  whereas	  hRap1	  foci	  mostly	  co-­‐localize	  with	  Trf2	  foci	  in	  proliferating	  cells,	  at	  senescence	  the	  hRap1	  IF	  pattern	  appears	  less	  punctate,	  more	  diffuse,	  and	  co-­‐localizes	  less	  with	  Trf2	  foci	  (Figure	  6-­‐2).	  	  Even	  though	  hRap1	  was	  thought	  to	  require	  Trf2	  to	  bind	  DNA,	  hRap1	  IF	  foci	  do	  not	  perfectly	  co-­‐localize	  with	  Trf2	  foci	  in	  cycling	  cells	  (Li	  et	  al.	  2000).	  	  At	  best,	  70-­‐80%	  of	  hRap1	  foci	  co-­‐localize	  with	  Trf2	  foci	  in	  HeLaI.2.11	  cells	  (Li	  et	  al.	  2000),	  which	  is	  consistent	  with	  what	  we	  see	  in	  proliferating	  cells	  (Figure	  6-­‐2).	  	  Instead	  at	  senescence,	  only	  10-­‐20%	  of	  hRap1	  foci	  (that	  are	  frequently	  the	  brightest	  foci)	  co-­‐localize	  with	  Trf2	  foci.	  	  Because	  Trf2	  is	  an	  excellent	  marker	  of	  telomeres,	  these	  data	  suggest	  that	  hRap1	  has	  increased	  Trf2-­‐independent	  and	  telomere-­‐independent	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functions	  at	  senescence.	  	  All	  together,	  these	  findings	  are	  consistent	  with	  both	  what	  we	  found	  in	  senescent	  S.	  cerevisiae	  –	  i.e.	  that	  yRap1	  has	  increased	  non-­‐telomeric	  functions	  at	  senescence	  –	  and	  recent	  data	  that	  suggest	  that	  hRap1	  can	  bind	  DNA	  independently	  of	  Trf2	  to	  non-­‐telomeric	  chromatin	  sites	  (Arat	  and	  Griffith	  2012;	  Yang	  et	  al.	  2011).	  	  In	  fact,	  murine	  Rap1	  is	  found	  even	  found	  to	  affect	  the	  expression	  of	  histone	  genes	  (Yeung	  et	  al.	  2013).	  
	   Our	  third	  finding	  is	  that	  even	  though	  hRap1	  adopts	  a	  more	  diffuse	  staining	  pattern	  at	  senescence,	  hRap1	  foci	  are	  largely	  excluded	  from	  the	  SAHF’s	  (Figure	  6-­‐2).	  	  SAHF’s	  are	  large	  blocks	  of	  heterochromatin	  (that	  are	  marked	  with	  HP1,	  MacroH2A,	  H3K9me3,	  H3K27me3,	  and	  H3K36me3)	  that	  regulate	  RNA	  polymerase	  II	  (RNAP	  II)	  localization	  and	  gene	  repression	  at	  senescence	  (Funayama	  et	  al.	  2006;	  Narita	  et	  al.	  2006;	  2003;	  Zhang	  et	  al.	  2005;	  2007).	  	  This	  is	  one	  of	  our	  most	  exciting	  and	  striking	  findings	  and	  place	  hRap1	  in	  the	  right	  location	  to	  upregulate	  gene	  expression	  at	  senescence.	  	  These	  data	  warrant	  further	  investigation	  to	  determine	  if	  hRap1	  foci	  co-­‐localize	  with	  other	  factors	  involved	  with	  active	  transcription	  –	  including	  RNAP	  II,	  general	  transcription	  factors,	  and	  histone	  marks	  associated	  with	  transcriptional	  activation	  i.e.	  H3K4me3.	  	  
	   Finally,	  we	  see	  that	  hRap1	  foci	  are	  also	  found	  in	  the	  recently	  characterized	  senescence-­‐associated	  cytoplasmic	  chromatin	  fragments	  (CCF’s)	  (Ivanov	  et	  al.	  2013).	  	  Intrigued	  by	  the	  finding	  that	  histone	  proteins	  are	  lost	  at	  senescence	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(O'Sullivan	  et	  al.	  2010),	  Adams	  and	  colleagues	  recently	  discovered	  an	  autophagy-­‐dependent	  pathway	  that	  leads	  to	  nuclear	  budding,	  CCF	  formation,	  and	  ultimately	  histone	  degradation	  (Ivanov	  et	  al.	  2013).	  	  Not	  only	  is	  it	  fascinating	  that	  hRap1	  is	  present	  in	  CCFs	  (which	  are	  present	  in	  ~10%	  of	  the	  cells)	  but	  also	  it	  raises	  the	  possibility	  that	  hRap1	  is	  involved	  in	  their	  formation	  (ie.	  budding)	  and/or	  their	  degradation.	  	  It	  would	  be	  interesting	  to	  repeat	  these	  experiments	  in	  hRap1	  knockout	  cells	  to	  determine	  if	  hRap1	  affects	  CCF	  formation/degradation	  –	  as	  well	  as	  the	  rate	  of	  senescence	  and	  gene	  expression	  changes	  at	  senescence.	  
	   Though	  our	  results	  hint	  that	  hRap1	  might	  be	  relocalizing	  at	  human	  cellular	  senescence,	  it	  is	  important	  to	  point	  out	  that	  hRap1	  may	  not	  be	  binding	  new	  sites	  throughout	  the	  genome.	  	  Our	  data	  are	  very	  preliminary	  and	  we	  do	  not	  know	  yet	  where	  hRap1	  binds	  in	  the	  genome	  at	  senescence	  and	  if	  it	  indeed	  targets	  new	  sites.	  	  In	  the	  chance	  that	  hRap1	  does	  bind	  new	  sites	  throughout	  the	  genome	  at	  senescence,	  it	  will	  be	  important	  to	  determine	  mechanistically	  how	  this	  process	  occurs.	  	  For	  example,	  is	  it	  an	  active	  process	  (as	  it	  is	  in	  S.	  cerevisiae)?	  	  Or	  is	  it	  a	  passive	  process	  that	  is	  completely	  driven	  by	  the	  number	  of	  telomere	  repeats	  that	  are	  lost	  (ie.	  simply	  mass	  action)?	  	  Ultimately,	  we	  will	  try	  to	  determine	  which	  pathways	  act	  on	  hRap1	  at	  senescence;	  post-­‐translational	  modification	  of	  hRap1	  might	  also	  play	  a	  role	  (as	  they	  seem	  to	  do	  in	  S.	  cerevisiae).	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MATERIALS	  and	  METHODS	  
Cell	  culture	  	  	   Primary	  human	  diploid	  fibroblasts	  (IMR90)	  were	  passaged	  until	  senescence	  starting	  from	  a	  late	  population	  doubling	  (PD)	  stock	  (PD	  64;	  gift	  of	  P.	  Shah).	  	  As	  cells	  approached	  senescence,	  cells	  were	  refed	  every	  4	  days.	  	  Early	  and	  late	  PD	  cells	  were	  grown	  in	  low	  oxygen	  conditions	  (3%	  O2)	  in	  Dulbecco’s	  Modified	  Eagle	  Medium	  supplemented	  with	  10%	  non-­‐heat	  inactivated	  FBS	  (Hyclone,	  Thermo,	  Lot#:	  AWG18846),	  1%	  Penn-­‐Strep	  (Lonza, BioWhittaker),	  and	  0.5%	  fungizone	  (Gibco,	  Invitrogen).	  	  
Senescence-­associated	  β-­galactosidase	  staining	  	   Cells	  were	  grown	  to	  ~70%	  confluency,	  washed	  with	  PBS	  and	  fixed	  at	  room	  temperature	  with	  2%	  paraformaldehyde,	  0.2%	  glutaraldehyde	  in	  1X	  PBS.	  	  After	  washing	  twice	  with	  PBS,	  the	  cells	  were	  stained	  with	  X-­‐gal	  (1mg/mL	  X-­‐gal	  in	  40mM	  citrate-­‐phosphate	  buffer	  pH	  6.0,	  5mM	  K	  ferrocyanide,	  5mM	  K	  ferricyanide,	  150mM	  NaCl,	  2mM	  MgCl2)	  for	  16-­‐18	  hours	  at	  37°C.	  	  
Chromatin	  Immunoprecipitation	  (ChIP)	  	   Early	  PD,	  proliferating	  cells	  (PD	  29.5)	  were	  grown	  to	  80-­‐90%	  confluency	  and	  then	  crosslinked.	  	  Whereas	  highly	  senescent	  cells	  (PD	  75.5),	  which	  took	  7	  days	  to	  become	  confluent	  following	  a	  1:3	  split,	  ‘matured’	  on	  plates	  for	  an	  additional	  week	  and	  then	  were	  crosslinked	  (Ivanov	  et	  al.	  2013).	  	  Cells	  were	  crosslinked	  at	  room	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temperature	  for	  5min	  by	  adding	  formaldehyde	  from	  a	  37%	  stock	  to	  a	  final	  concentration	  of	  1%.	  	  Crosslinking	  was	  quenched	  for	  5min	  at	  room	  temperature	  by	  adding	  glycine	  to	  a	  final	  concentration	  of	  125mM.	  	  Cells	  were	  then	  washed	  once	  with	  PBS	  and	  then	  frozen	  at	  -­‐80°C.	  	  	  
	   10-­‐30x106	  Cells	  (one	  15cm	  plate)	  were	  thawed	  and	  resuspended	  in	  10mL	  of	  Lysis	  buffer	  (50	  mM	  HEPES	  pH	  7.9,	  140	  mM	  NaCl,	  1	  mM	  EDTA,	  10%	  glycerol,	  0.5%	  NP-­‐40,	  0.25%	  Triton	  X-­‐100,	  1x	  complete	  protease	  inhibitors	  (Roche))	  and	  rotated	  at	  4°C	  for	  10min.	  	  The	  lysate	  was	  spun	  down	  at	  4000	  RPM	  at	  4°C	  for	  5min	  and	  the	  pellet	  was	  resuspended	  in	  10mL	  of	  wash	  buffer	  (10	  mM	  Tris-­‐HCl	  pH	  8.1,	  200	  mM	  NaCl,	  1	  mM	  EDTA	  pH	  8.0,	  0.5	  mM	  EGTA	  pH	  8.0,	  1x	  complete	  protease	  inhibitors	  (Roche))	  and	  rotated	  at	  4°C	  for	  10min.	  	  The	  lysate	  was	  spun	  down	  at	  4000	  RPM	  at	  4°C	  for	  5min	  and	  the	  pellet	  was	  twice	  resuspended	  in	  1.5mL	  of	  shearing	  buffer	  (0.1%	  SDS,	  1	  mM	  EDTA,	  10	  mM	  Tris,	  pH	  8.1).	  	  After	  a	  final	  spin	  at	  4000	  RPM	  at	  4°C	  for	  5min,	  the	  pellet	  was	  resuspended	  in	  1ml	  of	  shearing	  buffer	  and	  transferred	  to	  a	  TC12x12mm	  tube	  with	  AFA	  fiber	  (Covaris)	  and	  filled	  to	  the	  top	  with	  shearing	  buffer.	  	  The	  lysate	  was	  sheared	  in	  the	  covaris	  S220	  sonicator	  for	  10min	  (30%	  duty	  cycle,	  35W	  average	  intensity	  power,	  145W	  peak	  incident	  power,	  200	  cycles	  per	  burst,	  5-­‐10˚C	  temperature,	  frequency	  sweeping	  power	  mode,	  continuous	  degassing,	  no	  intensifier).	  	  Afterwards,	  the	  buffer	  was	  adjusted	  to	  (150mM	  NaCl,	  1%	  Triton	  X-­‐100,	  0.5%	  Na	  Deoxycholate,	  0.1%	  SDS,	  50mM	  Tris-­‐HCl,	  pH	  8)	  and	  the	  lysate	  was	  spun	  at	  13,000RPM	  for	  10min	  at	  4°C.	  	  The	  protein	  concentration	  of	  the	  supernatant	  was	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quantified	  via	  the	  Bradford	  assay.	  	  Equal	  cell	  equivalents	  of	  lysate	  (~500µg	  of	  chromatin	  for	  the	  less	  concentrated	  senescent	  lysate)	  was	  added	  to	  30µl	  protein	  G	  dynabeads	  (dynal,	  invitrogen)	  that	  had	  previously	  been	  prepared	  by	  washing	  twice	  with	  1ml	  block	  solution	  (0.5%	  BSA,	  1X	  PBS),	  resuspending	  the	  beads	  in	  250µl	  of	  block	  solution,	  incubating	  overnight	  at	  4°C	  with	  4µg	  of	  either	  αhRap1	  antibody	  (A300-­‐306A,	  Bethyl	  Labs)	  or	  rabbit	  IgG	  (31207,	  Pierce),	  and	  then	  washing	  three	  times	  with	  1ml	  block	  solution.	  	  The	  chromatin:bead	  mixture	  rotated	  overnight	  at	  4°C.	  	  The	  following	  day,	  the	  beads	  were	  washed	  five	  times	  with	  RIPA	  buffer	  (50mM	  Tris-­‐HCl,	  pH	  8.0,	  150mM	  NaCl,	  1%	  Triton	  X-­‐100,	  0.5%	  Na	  deoxycholate,	  0.1%	  SDS,	  1x	  complete	  protease	  inhibitors	  (Roche)).	  	  The	  protein:DNA	  complexes	  were	  eluted	  off	  the	  beads	  by	  adding	  200µl	  of	  elution	  buffer	  (50mM	  Tris-­‐HCl	  pH	  8.0,	  10mM	  EDTA,	  1%	  SDS)	  and	  incubating	  the	  mixture	  at	  65°C	  for	  30min	  on	  a	  thermomixer	  (eppendroff).	  	  After	  separating	  the	  supernatant	  from	  the	  beads,	  the	  crosslinks	  were	  reversed	  by	  raising	  the	  concentration	  of	  NaCl	  to	  200mM	  and	  incubating	  the	  mixture	  at	  65°C	  overnight	  on	  a	  thermomixer.	  	  The	  following	  day	  the	  samples	  were	  treated	  with	  RNaseA	  (0.2mg/mL,	  37°C,	  2hr),	  proteinase	  K	  (0.2mg/mL,	  55°C,	  2hr),	  and	  the	  DNA	  was	  purified	  via	  a	  phenol:chloroform:isoamyl	  alcohol	  extraction	  followed	  by	  an	  ethanol	  precipitation.	  	  Purified	  DNA	  was	  quantified	  using	  qPCR	  and	  standard	  curves,	  and	  the	  enrichment	  for	  hRap1	  ChIP	  signals	  at	  specific	  target	  loci	  were	  calculated	  by	  normalizing	  to	  a	  previously	  characterized	  negative	  control	  region	  (neg.chr2).	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Immunofluorescence	  	  	   Cells	  were	  spotted	  on	  slides	  and	  allowed	  to	  adhere	  overnight.	  	  The	  following	  day	  the	  cells	  were	  fixed	  for	  10min	  at	  room	  temperature	  in	  4%	  paraformaldehyde,	  1x	  PBS	  and	  extracted	  for	  1min	  at	  room	  temperature	  in	  0.2%	  Triton	  X-­‐100,	  1x	  PBS.	  	  The	  cells	  were	  incubated	  at	  37°C	  for	  30min	  in	  BSA	  blocking	  buffer	  (1x	  PBS,	  1%	  BSA,	  0.2%	  tween-­‐20,	  0.02%	  azide)	  and	  then	  at	  37°C	  for	  1hr	  in	  primary	  antibody	  dilutions	  (see	  below).	  	  Afterwards,	  the	  slides	  were	  washed	  three	  times	  for	  5min	  in	  wash	  buffer	  (1x	  PBS,	  0.2%	  Tween-­‐20).	  	  The	  cells	  were	  blocked	  again	  with	  BSA	  blocking	  buffer	  and	  incubated	  with	  secondary	  antibody	  dilutions	  (see	  below).	  	  The	  slides	  were	  washed	  in	  the	  following	  buffers	  for	  5min	  1)	  wash	  buffer	  2)	  wash	  buffer	  +	  0.3	  ug/ml	  DAPI	  3)	  wash	  buffer.	  	  The	  slides	  were	  mounted	  with	  vectashield	  (vector	  labs).	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Figure	  6-­1.	  hRap1	  Occupancy	  in	  proliferating	  and	  senescent	  IMR90	  cells.	  	  	  At	  senescence,	  hRap1	  occupancy	  increases	  (A),	  decreases	  (C),	  and	  is	  unchanged	  (B)	  at	  several	  sites	  throughout	  the	  genome.	  	  hRap1	  occupancy	  was	  measured	  by	  hRap1	  ChIP	  RT-­‐PCR	  in	  proliferating	  (PD	  29.5)	  and	  senescent	  (PD	  75.5)	  IMR90	  cells	  normalized	  to	  a	  previously	  characterized	  negative	  control	  region	  (neg.chr2)	  that	  hRap1	  was	  shown	  not	  to	  bind	  in	  HTC75	  cells	  (Yang	  et	  al.	  2011).	  	  The	  means	  and	  SEM’s	  are	  from	  three	  independent	  RT-­‐PCR	  experiments.	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Figure	  6-­2.	  	  At	  senescence,	  as	  hRap1	  fluorescence	  levels	  increase,	  hRap1	  is	  
excluded	  from	  SAHFs	  and	  is	  located	  in	  CCFs.	  	  (A-­‐B)	  Proliferating	  (PD	  29.5)	  and	  senescent	  (PD	  75.5)	  IMR90	  Cells	  were	  fixed	  with	  paraformaldehyde,	  extracted	  with	  Triton	  X-­‐100,	  and	  then	  visualized	  via	  immuno-­‐fluorescence	  on	  a	  Spinning	  Disk	  Confocal	  Nikon	  Eclipse	  Ti-­‐U	  microscope.	  	  Cells	  were	  stained	  with	  αhRap1,	  αTrf2,	  and	  4',6-­‐diamidino-­‐2-­‐phenylindole	  (DAPI).	  	  	  
	  
	  
	  
248	  	  
	  
249	  	  
Supplementary	  Figure	  6-­1.	  	  (A)	  At	  senescence,	  60-­‐70%	  of	  IMR90	  cells	  were	  SA-­‐β	  Gal	  positive	  (cells	  senesced	  at	  PD	  75.5).	  	  In	  contrast,	  no	  proliferating	  cells	  (PD	  29.5)	  were	  SA-­‐β	  Gal	  positive.	  	  Cells	  were	  imaged	  on	  a	  Nikon	  Eclipse	  Ti-­‐U	  microscope.	  (B)	  Immuno-­‐depletion	  of	  hRap1.	  	  We	  immuno-­‐depleted	  hRap1	  from	  ~500μg	  of	  protein	  lysate	  with	  3μg	  of	  hRap1	  antibody	  (ab).	  	  GAPDH	  was	  used	  as	  a	  loading	  control	  (ie.	  a	  protein	  that	  should	  not	  be	  immuno-­‐depleted	  from	  the	  lysate).	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Supplementary	  Figure	  6-­2.	  ChIP	  RTPCR	  primer	  that	  were	  used.	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CHAPTER	  7:	  Conclusions	  and	  future	  directions	  
	  
SUMMARY	  
	   Cellular	  senescence	  is	  an	  active	  response	  to	  many	  stresses	  that	  promote	  cancer	  including	  telomeric	  dysfunction,	  oncogenic	  signaling,	  and	  ionizing	  radiation.	  	  Senescence	  prevents	  neoplastic	  transformation	  in	  a	  cell-­‐autonomous	  fashion	  and	  is	  increasingly	  appreciated	  to	  promote	  cancer	  and	  age-­‐associated	  pathologies	  in	  a	  non	  cell-­‐autonomous	  fashion.	  	  Senescent	  cells	  are	  characterized	  by	  persistent	  cell	  cycle	  arrest	  mediated	  by	  DNA	  damage	  checkpoint	  factors	  and	  also	  display	  profound	  changes	  in	  gene	  expression,	  chromatin	  organization,	  metabolism,	  and	  secretory	  behavior.	  The	  mechanisms	  underlying	  these	  changes	  are	  not	  well	  understood,	  but	  such	  knowledge	  promises	  to	  enhance	  our	  understanding	  of	  cancer	  and	  other	  age-­‐related	  diseases.	  
	   We	  considered	  an	  older	  untested	  hypothesis	  that	  as	  telomeres	  shorten	  as	  cells	  approach	  senescence	  a	  factor	  that	  binds	  to	  telomeres	  and	  subtelomeres	  relocalizes	  to	  internal	  genomic	  loci	  and	  changes	  gene	  expression	  (Campisi	  1997).	  	  To	  test	  this	  hypothesis,	  we	  used	  a	  yeast	  model	  of	  senescence	  that	  is	  driven	  by	  telomeric	  dysfunction	  in	  part	  because	  there	  is	  a	  wonderful	  candidate	  transcription	  factor,	  Rap1	  (repressor	  activator	  protein	  1);	  it	  binds	  every	  18	  base	  pairs	  at	  yeast	  telomeres,	  acts	  as	  a	  transcriptional	  activator	  or	  repressor	  at	  other	  sites	  throughout	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the	  genome,	  and	  relocalizes	  to	  new	  target	  genes	  under	  various	  stresses	  (Buck	  and	  Lieb	  2006;	  Tomar	  et	  al.	  2008;	  Gilson	  et	  al.	  1993).	  	  At	  senescence,	  we	  see	  that	  Rap1	  leaves	  subtelomeres	  and	  targets	  around	  500	  NRTS	  genes	  (new	  Rap1	  targets	  at	  senescence),	  binding	  the	  upstream	  promoter	  regions	  of	  these	  genes.	  	  Rap1	  and	  Bre1,	  an	  E3	  ubiquitin	  ligase	  that	  ubiquitylates	  H2BK123,	  upregulate	  the	  expression	  of	  many	  NRTS	  genes	  at	  senescence.	  	  This	  redistribution	  of	  Rap1	  depends	  on	  the	  Mec1	  DDR	  kinase	  and	  plays	  direct	  roles	  in	  senescence-­‐related	  gene	  expression.	  	  Remarkably,	  the	  genes	  encoding	  the	  core	  histones	  are	  among	  the	  new	  targets	  of	  Rap1,	  and	  Rap1	  contributes	  to	  a	  global	  decline	  in	  histone	  levels	  and	  also	  decreases	  nucleosome	  occupancy	  selectively	  at	  the	  promoters	  of	  genes	  that	  are	  up-­‐regulated	  at	  senescence.	  	  Moreover,	  this	  Rap1–histone	  interplay	  impacts	  not	  only	  gene	  expression,	  but	  apparently	  also	  the	  pace	  of	  senescence.	  
	  
DISCUSSION	  and	  FUTURE	  DIRECTIONS	  	  
Characterization	  of	  transcription	  factor	  re-­localization	  to	  and	  from	  
subtelomeres	  at	  senescence	  	  	   We	  have	  shown	  that	  cellular	  senescence	  is	  associated	  with	  Rap1	  leaving	  subtelomeres	  and	  targeting	  the	  NRTS	  genes.	  	  Though	  we	  known	  Rap1	  relocalization	  depends	  on	  the	  checkpoint	  kinase	  MEC1	  and	  is	  associated	  with	  post-­‐translationally	  modified	  Rap1	  species,	  precisely	  how	  Rap1	  leaves	  subtelomeres	  is	  not	  clear.	  	  This	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process	  likely	  depends	  on	  changes	  to	  either	  Rap1	  and	  its	  cofactors	  or	  subtelomeric	  chromatin	  at	  senescence.	  	  Though	  we	  have	  classified	  the	  potential	  changes	  into	  two	  neat	  categories,	  because	  they	  are	  not	  mutually	  exclusive,	  they	  both	  might	  be	  actively	  participating	  in	  Rap1	  relocalization	  at	  senescence.	  	  To	  address	  how	  Rap1	  leaves	  subtelomeres	  at	  senescence,	  both	  biochemical	  and	  genetic	  approaches	  will	  likely	  improve	  our	  understanding	  of	  the	  process.	  	  
	   First	  we	  should	  further	  characterize	  the	  slow-­‐mobility	  Rap1	  species	  that	  are	  present	  at	  senescence.	  	  Currently,	  we	  know	  that	  some	  of	  the	  species	  depend	  on	  
MEC1,	  SIZ2,	  and	  UBI4,	  and	  that	  similar	  Rap1	  species,	  which	  affect	  Rap1	  activity,	  are	  seen	  under	  other	  stress	  conditions	  (Hang	  et	  al.	  2011;	  Lescasse	  et	  al.	  2013).	  	  However,	  it	  is	  still	  not	  clear	  if	  these	  senescence-­‐associated	  Rap1	  species	  either	  cause	  Rap1	  relocalization	  or	  are	  just	  a	  ‘bio-­‐marker’	  of	  senescence	  and	  do	  not	  affect	  this	  process.	  	  First,	  we	  should	  map	  the	  senescence-­‐associated	  post-­‐translational	  modifications	  to	  Rap1	  with	  IP-­‐mass	  spec	  and	  then	  determine	  how	  they	  affect	  Rap1	  relocalization	  with	  Rap1	  point	  mutants	  that	  block	  these	  modifications.	  	  Nonetheless,	  it	  is	  also	  possible	  that	  the	  changes	  we	  see	  at	  senescence	  are	  a	  result	  of	  modifications	  to	  the	  Rap1	  complex.	  	  We	  should	  purify	  the	  normal	  and	  senescent	  Rap1	  protein	  complexes	  and	  characterize	  how	  it	  changes	  at	  senescence.	  	  
	   It	  is	  also	  possible	  that	  changes	  in	  subtelomeric	  chromatin	  drive	  Rap1	  relocalization	  at	  senescence.	  	  Subtelomeric	  chromatin	  changes	  at	  senescence	  (Kozak	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et	  al.	  2010)	  and	  some	  of	  these	  histone	  modifications	  have	  been	  shown	  to	  affect	  Rap1/Sir2/3/4	  complex	  stability	  (Emre	  et	  al.	  2005;	  Sperling	  and	  Grunstein	  2009),	  in	  particular	  H4K16Ac.	  	  One	  possibility	  is	  that	  at	  senescence	  H2BUb	  levels	  go	  up	  at	  subtelomeres,	  which	  destabilizes	  the	  Rap1	  complex.	  	  This	  mechanism	  should	  be	  further	  analyzed	  by	  characterizing	  Rap1	  and	  H2BUb	  localization	  at	  senescence	  with	  ChIP-­‐RTPCR	  and	  then	  determining	  how	  H2BK123R,	  bre1Δ,	  and	  lge1Δ	  affect	  this	  process.	  	  However,	  it	  is	  also	  possible	  that	  other	  histone	  modifications	  in	  addition	  to	  (or	  instead	  of)	  H2BUb	  promote	  Rap1	  relocalization	  at	  senescence.	  	  We	  should	  screen	  how	  all	  histone	  modifications	  change	  at	  subtelomeres	  at	  senescence	  with	  ChIP-­‐seq	  and	  then	  use	  point	  mutants	  to	  assess	  how	  these	  modifications	  affect	  Rap1	  localization	  and	  the	  rate	  of	  senescence.	  	  
	   Our	  data	  are	  also	  consistent	  with	  an	  idea	  that	  has	  been	  gaining	  some	  traction	  in	  recent	  years	  that	  subtelomeres	  are	  depots	  that	  factors	  relocalize	  to	  and	  from	  under	  various	  stresses.	  	  Yeast	  subtelomeres	  contain	  many	  stress-­‐response	  genes,	  ion-­‐transport	  genes,	  and	  genes	  involved	  in	  alternate	  carbon	  metabolism	  (i.e.	  non-­‐glucose)	  and	  they	  are	  preferentially	  upregulated	  at	  senescence	  (and	  other	  stress	  conditions)	  (Mak	  et	  al.	  2009;	  Nautiyal	  et	  al.	  2002).	  	  Ideker	  and	  colleagues	  performed	  a	  meta-­‐analysis	  and	  determined	  that	  many	  transcription	  factor	  relocalize	  to	  and	  
from	  subtelomeres	  under	  various	  stress	  conditions	  (Harbison	  et	  al.	  2004;	  Mak	  et	  al.	  2009).	  	  However,	  how	  the	  stress	  of	  senescence	  affects	  transcription	  factor	  localization	  was	  not	  assessed.	  	  Because	  Rap1	  only	  explains	  the	  gene	  expression	  of	  at	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most	  100	  genes,	  it	  is	  likely	  that	  other	  transcription	  factors	  are	  either	  leaving	  or	  targeting	  subtelomeres	  at	  senescence	  (for	  example	  AFT2,	  GZF3,	  XBP1,	  etc.	  based	  on	  work	  from	  Ideker	  and	  colleagues).	  	  We	  should	  screen	  all	  yeast	  transcription	  factors	  and	  determine	  how	  their	  localization	  changes	  at	  senescence	  using	  ChIP-­‐seq.	  	  Because	  the	  DNA	  damage	  response	  and	  the	  stress-­‐response	  are	  two	  of	  the	  most	  important	  sets	  of	  gene	  expression	  changes	  seen	  at	  senescence,	  transcriptions	  factors	  involved	  in	  these	  pathways	  will	  be	  prioritized.	  	  
	   Because	  yeast	  constitutively	  express	  telomerase	  and	  thus	  should	  never	  senesce	  in	  the	  ‘wild’	  the	  question	  remains:	  why	  is	  Rap1	  relocalization	  hardwired	  into	  the	  cell?	  	  Most	  likely	  the	  Rap1	  relocalization	  pathway	  is	  an	  individual	  module	  of	  a	  larger	  DNA	  damage	  response	  pathway	  that	  is	  co-­‐opted	  during	  senescence.	  	  Because	  Rap1	  has	  been	  shown	  to	  target	  new	  genes	  in	  the	  presence	  of	  MMS	  and	  low	  glucose	  (Buck	  and	  Lieb	  2006;	  Tomar	  et	  al.	  2008),	  it	  will	  be	  interesting	  to	  determine	  if	  Rap1	  leaves	  subtelomeres	  under	  other	  stresses	  with	  Rap1	  ChIP-­‐RTPCR	  or	  ChIP-­‐seq.	  	  	  
	  
Characterization	  of	  Rap1	  post-­translational	  modification	  at	  senescence	  	   At	  senescence,	  post-­‐translationally	  modified	  Rap1	  species	  accumulate,	  which	  depends	  on	  many	  factors	  including	  –	  MEC1,	  SIZ2,	  and	  UBI4.	  	  Our	  findings	  are	  consistent	  with	  previous	  reports,	  which	  show	  that	  Rap1	  is	  post-­‐translationally	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modified	  under	  various	  stress	  conditions,	  and	  that	  some	  post-­‐translational	  modifications	  affect	  Rap1	  function	  (Lescasse	  et	  al.	  2013;	  Hang	  et	  al.	  2011;	  Smolka	  et	  al.	  2007).	  	  
	   We	  need	  to	  identify	  the	  Rap1	  modifications	  at	  senescence	  and	  how	  they	  affect	  Rap1	  function	  (or	  are	  they	  just	  a	  bio-­‐marker	  of	  senescence)?	  	  As	  an	  extension	  of	  our	  focused	  screen,	  we	  will	  perform	  Rap1	  and	  SUMO	  (Smt3)	  IP	  mass-­‐spectrometry	  experiments	  in	  wild	  type	  and	  senescent	  yeast.	  	  We	  will	  investigate	  the	  function	  of	  these	  modifications	  at	  senescence	  with	  point	  mutants	  that	  block	  the	  PTMs	  and	  analyzing	  how	  they	  affect	  the	  rate	  of	  senescence,	  NRTS	  gene	  expression,	  and	  Rap1	  protein	  complex	  formation.	  	  	  
	  
Finely	  mapping	  the	  Rap1	  RNA	  binding	  domain	  and	  characterizing	  its	  effects	  in	  
vivo	  	  	   Even	  though	  Rap1	  is	  one	  of	  the	  most	  highly	  characterized	  yeast	  proteins,	  we	  are	  first	  group	  to	  show	  that	  Rap1	  binds	  RNA.	  	  This	  is	  one	  of	  our	  most	  interesting	  findings.	  	  However,	  we	  need	  to	  characterize:	  1.	  Which	  residues	  of	  Rap1	  are	  necessary	  to	  bind	  RNA?	  	  2.	  What	  is	  the	  RNA	  binding	  motif	  of	  Rap1?	  	  3.	  Which	  RNA	  species	  does	  it	  bind	  in	  vivo?	  	  4.	  What	  is	  the	  function	  of	  Rap1	  binding	  RNA	  in	  the	  cell?	  	  The	  first	  set	  of	  experiments	  should	  establish	  if	  Rap1	  specifically	  binds	  RNA	  (using	  various	  cold	  oligonucleotide	  competitors	  –	  ssRNA,	  dsRNA,	  RNA:DNA	  dimers,	  ssDNA,	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dsDNA)	  and	  which	  sequences	  it	  prefers	  in	  vitro	  (using	  systematic	  evolution	  of	  ligands	  by	  exponential	  enrichment	  (SELEX)).	  	  Ultimately,	  we	  should	  perform	  Rap1	  cross-­‐linking	  immunoprecipitation	  (CLIP)-­‐Seq	  and	  carefully	  map	  and	  characterize	  the	  function	  of	  the	  Rap1	  RNA	  binding	  domain	  in	  vivo.	  	  
	   Though	  our	  finding	  is	  extremely	  preliminary,	  Rap1	  RNA	  binding	  is	  the	  most	  parsimonious	  explanation	  of	  Choder	  and	  colleagues	  finding	  that	  Rap1	  upstream	  activating	  sequences	  (UAS)	  that	  are	  not	  transcribed	  negatively	  affect	  the	  stability	  of	  its	  transcripts	  (Bregman	  et	  al.	  2011).	  	  These	  transcripts,	  many	  of	  which	  had	  high	  G-­‐quadruplex	  forming	  potential	  (QFP;	  the	  chimeric	  transcripts	  have	  a	  poly-­‐guanine	  tract	  in	  their	  3’-­‐UTR),	  were	  degraded	  in	  an	  exosome	  dependent	  manner	  (Bregman	  et	  al.	  2011).	  	  Choder	  and	  colleagues	  speculated	  that	  another	  factor	  recruited	  the	  transcripts	  to	  the	  exosome.	  	  However,	  not	  only	  does	  Rap1	  have	  strong	  genetic	  interactions	  with	  both	  XRN1,	  one	  of	  the	  two	  cellular	  5’-­‐3’	  RNA	  exonucleases,	  and	  
SKI3,	  a	  member	  of	  3’-­‐5’	  RNA	  exosome,	  but	  also	  we	  find	  that	  Rap1	  binds	  RNA	  species	  with	  high	  QFP.	  	  It	  is	  possible	  that	  Rap1	  participates	  in	  the	  hand	  off	  of	  its	  transcripts	  to	  the	  RNA	  degradation	  machinery.	  	  	  	  
	  
259	  	  
Further	  mapping	  the	  Rap1	  G-­quadruplex	  binding	  domain	  and	  characterizing	  
its	  effects	  in	  vivo	  	  	   In	  hopes	  of	  understanding	  the	  biological	  role	  of	  Rap1’s	  G4DNA-­‐binding	  activity	  and	  how	  it	  affects	  Rap1	  function,	  we	  tried	  to	  map	  Rap1’s	  G-­‐quadruplex	  binding	  domain.	  	  Previous	  work	  had	  shown	  that	  Rap1’s	  minimal	  DNA	  binding	  domain	  (DBD)	  was	  not	  sufficient	  to	  G-­‐quadruplex	  DNA,	  as	  a	  result	  we	  assessed	  if	  either	  the	  N-­‐	  or	  C-­‐terminus	  was	  necessary	  to	  bind	  to	  these	  structures.	  	  Even	  though	  the	  N-­‐terminus	  of	  Rap1	  has	  been	  ascribed	  few	  functions	  (including	  DNA	  bending	  and	  interacting	  with	  Gcr1	  and	  Gcr2	  via	  yeast	  two	  hybrid	  (Mizuno	  et	  al.	  2004;	  Muller	  et	  al.	  1994)),	  we	  found	  that	  it	  was	  important	  for	  G-­‐quadruplex	  binding	  and	  was	  sufficient	  to	  weakly	  bind	  G-­‐quadruplex	  DNA.	  	  However,	  more	  work	  needs	  to	  be	  done	  to	  better	  define	  the	  G-­‐quadruplex	  binding	  domain	  of	  Rap1.	  	  Ultimately,	  we	  will	  use	  phage	  display	  to	  engineer	  a	  Rap	  construct	  that	  cannot	  bind	  G-­‐quadruplexes	  but	  still	  binds	  duplex	  DNA.	  	  We	  will	  use	  these	  alleles	  in	  a	  battery	  of	  experiments	  to	  understand	  the	  role	  of	  Rap1’s	  G-­‐quadruplex	  binding	  activity	  –	  in	  particular	  telomere	  capping,	  telomere	  length	  maintenance,	  the	  rate	  of	  senescence,	  and	  transcriptional	  activation/repression.	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